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Résumé 
 
L’huile essentielle de clou de girofle (HECG) et son constituant majeur l’eugénol (Eug) sont 
reconnus pour leurs propriétés biologiques. Ces principes actifs naturels peuvent constituer des 
alternatifs aux agents antimicrobiens, antioxydants et anti-inflammatoires de synthèse dans les 
formulations alimentaires et pharmaceutiques. Cependant, leur utilisation est limitée en raison de 
leur faible solubilité aqueuse, volatilité et sensibilité à la lumière. Notre travail de thèse porte sur 
la préparation et la caractérisation des vésicules lipidiques encapsulant l’HECG et l’Eug ainsi 
que les complexes d’inclusion cyclodextrine/Eug. Dans une première étape, la méthode 
d’injection éthanolique est utilisée à l’échelle du laboratoire où les paramètres de préparation ont 
été optimisés. Des phospholipides naturels de soja saturés (Phospholipon 80H et Phospholipon 
90H) et insaturés (Lipoid S100) ont été utilisés pour étudier l’effet de l’hydrogénation et de la 
composition des phospholipides sur les caractéristiques des liposomes. Les conditions optimales 
ont été par la suite appliquées pour préparer les liposomes à grande échelle par contacteur à 
membrane et à l’échelle pilote. Des résultats similaires en termes de taille, indice de 
polydispersité, potentiel zêta, morphologie et taux d’incorporation de phospholipides sont 
obtenus à petite et grande échelle. Ceci indique la reproductibilité de ces procédés de 
préparation. Par ailleurs, des complexes d’inclusion d’HP-β-CD/Eug et d’HP-β-CD/HECG sont 
préparés dans une solution aqueuse et ensuite incorporés dans les liposomes formant un système 
combiné « drug in cyclodextrin in liposomes, DCL ». Un système en double encapsulation 
(DCL2) a été également préparé où l’Eug ou l’HECG sont ajoutés dans la phase organique et 
leurs complexes d’inclusion dans la phase aqueuse. En comparant à une simple incorporation 
dans les liposomes, DCL et DCL2 améliorent le rendement d’encapsulation de l’Eug et possèdent 
des tailles plus petites. Les résultats ont montré que les liposomes et les DCLs sont stables et 
maintiennent l’activité anti-oxydante de l’Eug. De plus, les liposomes protègent l’Eug contre la 
dégradation induite par les rayons UVC. Les DCLs, dont la particularité est de maintenir une 
huile essentielle volatile dans un lyophilisat en dépit des pressions très basses appliquées, 
peuvent être considérés comme un système de vectorisation prometteur de l’HECG et de l’Eug 
permettant leur utilisation en tant qu’ingrédients dans les préparations cosmétiques, 
pharmaceutiques, et agroalimentaires. 
 
Mots clés : Activité Anti-oxydante, contacteur à membrane, drug in cyclodextrin in liposomes, 
eugénol, hydroxypropyl-β-cyclodextrine, huile essentielle de clou de girofle, liposomes, 
lyophilisation, pilote. 
 
Abstract 
 
Clove essential oil (CEO) and its major constituent eugenol (Eug) are recognized for their 
biological properties. These molecules may constitute natural alternatives to synthetic 
antimicrobial, antioxidant, and anti-inflammatory agents in food and pharmaceutical 
formulations. However, CEO constituents are volatile, sensitive to light and possess low aqueous 
solubility, which may limit their wide applications. Our thesis focuses on the preparation and 
characterization of lipid vesicles encapsulating CEO, Eug and the inclusion complexes 
cyclodextrin/Eug. In a first step, the ethanol injection method is applied at laboratory scale where 
the preparation parameters have been optimized. Natural hydrogenated (Phospholipon 80H, 
Phospholipon 90H) and non-hydrogenated (Lipoid S100) soybean phospholipids were used to 
study the effect of hydrogenation and phospholipid composition on the characteristics of 
liposomes. Optimal conditions were then applied to prepare liposomes at large scale by 
membrane contactor and at pilot scale. Similar results in terms of size, polydispersity index, zeta 
potential, morphology and phospholipid loading rate were obtained at laboratory and large scale. 
This indicates the reproducibility of the preparation methods. In addition, HP-β-CD/Eug and HP-
β-CD/CEO inclusion complexes were prepared in aqueous solution and were then incorporated 
into liposomes forming a combined system « drug in cyclodextrin in liposomes, DCL ». Double 
loaded liposomes (DCL2) were also prepared where CEO or Eug were added in the organic 
phase and their inclusion complexes in the aqueous phase. Compared to CEO and Eug loaded 
liposomes, DCL and DCL2 improved the loading rate of Eug and possessed smaller vesicles size. 
Results showed that both liposomes and DCLs are stable and maintain the antioxidant activity of 
Eug. In addition, liposomes protect Eug from degradation induced by UVC irradiation. DCLs, 
whose characteristic is to keep a volatile essential oil in a lyophilized form despite the very low 
applied pressures, could be considered as a promising carrier system of CEO and Eug permitting 
their use as ingredients in cosmetic, pharmaceutical and food industries. 
 
Keywords: Antioxidant activity, clove essential oil, drug in cyclodextrin in liposomes, eugenol, 
hydroxypropyl-β-cyclodextrin, liposomes, lyophilization, membrane contactor, pilot. 
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Introduction générale 
 
Composés aromatiques naturels, les huiles essentielles (HEs) continuent à susciter un intérêt 
croissant dans de nombreux domaines pharmaceutique, agroalimentaire et cosmétique (Bakkali 
et al., 2008). Dans ce travail de thèse, l'huile essentielle de clou de girofle (HECG) et son 
principal composant l’eugénol (Eug) sont étudiés, en raison de leurs activités biologiques 
remarquables, notamment, antibactérienne (Hill et al., 2013 ; Liang et al., 2012), antifongique 
(Sajomsang et al., 2012), anti-oxydante (Brand-Williams et al., 1995 ; Bortolomeazzi et al., 
2010), anti-inflammatoire (Bachiega et al., 2012), etc. Ces molécules peuvent constituer des 
alternatifs aux composés synthétiques dans les formulations alimentaires et pharmaceutiques 
sans présenter les mêmes effets secondaires. 
 
Toutefois, l’HECG et l’Eug sont des composés volatils, faiblement solubles dans l’eau et 
sensibles aux conditions environnementales (lumière, chaleur, oxygène), limitant leurs 
applications. Ainsi, divers procédés d'encapsulation ont été développés pour bénéficier des 
propriétés de l’HECG et l’Eug tels que les cyclodextrines, les micelles, les nanoparticules, les 
nano-et micro-capsules. Dans notre travail, nous nous sommes particulièrement intéressées à 
l’encapsulation de l’HECG et l’Eug dans les liposomes, les cyclodextrines et un système 
combiné à base de cyclodextrine et de liposome nommé « drug in cyclodextrin in liposomes, 
DCL». 
 
Les liposomes sont des vésicules lipidiques biocompatibles, biodégradables, non toxiques et non-
immunogènes. Ils sont couramment utilisés pour assurer une libération contrôlée des principes 
actifs, améliorer leur pharmacocinétique et diminuer leur toxicité. En plus, ils sont considérés 
lors de la vectorisation des agents anticancéreux (Drulis-Kawa et al., 2010). Ils sont étudiés pour 
améliorer la solubilité aqueuse, la stabilité chimique et les activités biologiques des HEs 
(Coimbra et al., 2011 ; Sherry et al., 2013). De plus, les cyclodextrines (CDs) constituent des 
systèmes d’encapsulation car elles permettent de former des complexes d’inclusion avec des 
principes actifs peu hydrosolubles, d’améliorer leur solubilité, leur biodisponibilité et leur 
stabilité et d’assurer une libération prolongée et contrôlée des principes actifs (Hill et al., 2013 ; 
Wang et al., 2011 ; Nuchuchua et al., 2009). Le concept proposé par McCormack et Gregoriadis 
 
(1994) sur l’encapsulation des complexes d’inclusion dans les liposomes formant des systèmes 
mixtes DCL combine les avantages de ces deux systèmes d’encapsulation et peut améliorer les 
caractéristiques de chaque système. En effet, les problèmes liés à l'administration des complexes 
d’inclusion par voie intraveineuse comme leur élimination rapide dans les urines peuvent être 
contournés par leur incorporation dans des liposomes (McCormack et Gregoriadis, 1994). Les 
liposomes peuvent ainsi modifier la pharmacocinétique des complexes d'inclusion. Les 
liposomes augmentent l'absorption des complexes par le foie et la rate. Après la désintégration 
des liposomes dans les tissus, les principes actifs sont métabolisés à un taux dépendant de la 
stabilité des complexes d’inclusion (McCormack et Gregoriadis, 1998). 
 
Ce travail de thèse est réalisé dans les Laboratoires de Pharmacocinétique et de Pharmacotechnie 
(Faculté des Sciences, Section II, Université Libanaise) et à la Plateforme de Recherche et 
d’Analyse en Sciences de l’Environnement (Ecole Doctorale des Sciences et Technologie, 
Université Libanaise) et le Laboratoire d’Automatique et de Génie des Procédés (Université 
Claude Bernard Lyon 1). Il porte principalement sur la préparation, la caractérisation physico-
chimique et l’évaluation de l’activité anti-oxydante des vésicules lipidiques encapsulant l’HECG, 
l’Eug et leurs complexes d’inclusion à petite et grande échelle. Notre étude vise également à 
réaliser la lyophilisation de ces liposomes en présence de différents cryoprotecteurs. La 
lyophilisation des liposomes a pour but de résoudre les problèmes d’instabilité chimique et 
physique qu’ils confrontent dans un milieu aqueux et de les conserver à long terme. 
 
Au cours de ce travail, nous avons commencé par trouver les conditions optimales de préparation 
des liposomes par la méthode d’injection éthanolique. Dans ce contexte, nous avons testé, en 
utilisant le Phospholipon 80H comme phospholipide, différents paramètres qui peuvent affecter 
la taille et l’indice de polydispersité des liposomes comme la concentration en cholestérol et en 
phospholipides, la vitesse d’injection de la phase organique dans la phase aqueuse, la vitesse 
d’agitation de la phase aqueuse et le rapport volumique éthanol:eau. Nous avons également 
étudié l’effet de la concentration en HECG et en Eug et celui de l’hydrogénation et de la 
composition des phospholipides sur les caractéristiques des liposomes. Dans ce dernier cas, 
différents types de phospholipides provenant de la lécithine de soja (Phospholipon 80H, 
Phospholipon 90H et Lipoid S100) sont utilisés pour préparer les formulations liposomiales. 
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Après avoir optimisé la préparation des liposomes encapsulant l’HECG et l’Eug à petite échelle, 
des volumes plus importants des formulations, à échelle industrielle, sont préparés en utilisant le 
contacteur à membrane et le pilote.  
 
Nous avons ensuite préparé, à petite et grande échelle, des liposomes encapsulant des complexes 
d’inclusion d’HP-β-CD/HECG et d’HP-β-CD/Eug, dissouts dans la phase aqueuse, dans le but 
d’améliorer les caractéristiques des liposomes préparés par la méthode conventionnelle. Nous 
nous sommes également intéressées à produire des lyophilisats des liposomes contenant une 
substance volatile en dépit du vide appliqué.  
 
Nous avons utilisé des techniques spectroscopiques, analytiques et microscopiques pour 
caractériser les liposomes en termes de taille, indice de polydispersité, potentiel zêta, taux 
d’incorporation des phospholipides, efficacité d’encapsulation des constituants de l’HECG, 
rendement d’encapsulation de l’Eug, encapsulation pondérée de l’Eug et morphologie. Nous 
avons évalué la capacité de ces liposomes en tant que systèmes de protection et de stockage de 
l’HECG. Des études de stabilité physico-chimique, photostabilité de liposomes et de l’activité 
anti-oxydante de l’HECG et de l’Eug par piégeage du radical DPPH sont également réalisées. 
 
Ce manuscrit s’organise en trois parties constituées de huit chapitres: 
 
La première partie présente une synthèse bibliographique, divisée en cinq chapitres. Le chapitre 
1 porte sur les liposomes, leurs propriétés, leurs méthodes de préparation à petite et grande 
échelle et leur commercialisation. Le chapitre 2 porte sur les cylodextrines, leurs propriétés, les 
méthodes de préparation des complexes d’inclusion et leurs interactions avec les membranes. Le 
chapitre 3 porte sur les complexes d’inclusion cyxlodextrine/principe actif dans les liposomes et 
leurs propriétés. Le chapitre 4 porte sur les huiles essentielles, en particulier l’HECG et son 
constituant majeur l’eugénol. La composition de l’HECG, la voie de biosynthèse, la 
pharmacocinétique et la biotransformation de l’Eug, les propriétés physicochimiques et 
biologiques de l’HECG et de l’Eug sont présentées dans ce chapitre. Le chapitre 5 porte sur les 
différents systèmes d’encapsulation de l’HECG et de l’Eug et leurs caractéristiques. 
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La deuxième partie de ce manuscrit est divisée en deux chapitres 6 et 7. Dans le chapitre 6, nous 
exposons la stratégie expérimentale suivie pour préparer et caractériser les liposomes 
encapsulant l’HECG, l’Eug et les complexes d’inclusion cyclodextrine/principe actif. Le chapitre 
7 décrit la méthode d’injection d’éthanol utilisée pour préparer les liposomes et les DCLs à petite 
échelle et les procédés de contacteur à membrane et de pilote à grande échelle. Nous présentons 
également la méthode de lyophilisation et le travail expérimental que nous avons mené pour 
caractériser les suspensions liposomiales. Les études de stabilité et l’évaluation de l’activité 
biologique de ces liposomes sont également présentées.  
 
La troisième partie de ce manuscrit est constituée du chapitre 8 dans lequel nous présentons nos 
résultats et nous les discutons. Ce chapitre porte sur la présentation des caractéristiques des 
liposomes encapsulant l’HECG, l’Eug et leurs complexes d’inclusion préparés à petite et grande 
échelle. Les lyophilisats des liposomes sont également caractérisés. Ce manuscrit s’achève par 
une conclusion générale et des perspectives pour la suite de ce travail.  
 
Les articles issus de cette thèse sont inclus en annexe à la fin de ce manuscrit. 
  
 
 
 
 
 
 
 
PARTIE 1 : BIBLIOGRAPHIE 
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Chapitre 1: Les liposomes 
1.1. Introduction 
Les liposomes ont été découverts par Alec Bangham et ses collègues dans les années 1960 et ont 
été d’abord principalement utilisés comme modèle membranaire (Bangham et al., 1965). Le 
terme « liposome » dérive de deux mots d’origine grecque, « lipos » qui signifie gras et « soma »  
qui signifie corps. Les liposomes (Figure 1) sont des vésicules sphériques composées d'une ou 
plusieurs bicouches phospholipidiques entourant des compartiments aqueux (Bangham et al., 
1965). Leur taille varie d’une vingtaine de nanomètres à quelques micromètres. Ils sont utilisés 
comme système de délivrance de substances actives. Ils peuvent encapsuler à la fois des 
substances hydrophiles (dans le compartiment aqueux), lipophiles (dans la membrane) et 
amphiphiles (à l'interface eau-lipide) (Laouini et al., 2012a). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 1: Structure du phospholipide et du liposome (Laouini et al., 2012a). 
 
1.2. Composition des liposomes 
Les liposomes sont constitués généralement d’un ou de plusieurs types de phospholipides. Ils 
sont non-toxiques, non-immunogènes, biocompatibles et biodégradables (Laouini et al., 2012a). 
Le cholestérol entre souvent dans la composition des liposomes. 
 

1.2.1. Les phospholipides 
Les glycérophospholipides, constituants majeurs de la membrane biologique, sont généralement 
les phospholipides qui forment les liposomes (Figure 1). Ce sont des molécules amphiphiles. Ils 
sont construits à partir du glycérol dont deux fonctions alcool ont été estérifiées par des acides 
gras qui forment la zone hydrophobe (apolaire) de la molécule de phospholipide. La troisième 
fonction alcool porte un groupe phosphate polaire, lui même estérifié par différents groupements 
(glycérol, choline, éthanolamine, sérine et inositol) (Tableau 1), constituant la tête polaire du 
phospholipide (Shashi et al., 2012).  
 
Tableau 1 : Exemples de groupement chimique associé au phosphate des phospholipides. 
Nom classique Abréviation Formule chimique du groupement 
associé au phosphate des phospholipides 
Acide phosphatidique PA -H 
Phosphatidylcholine PC -CH2-CH2-N(CH3)3+ 
Phosphatidyléthanolamine PE -CH2-CH2-NH3+ 
Phosphatidylsérine PS -CH2-CH-(COO)NH3+ 
Phosphatidylinositol PI 
 
Phosphatidylglycérol PG -CH2CHOH-CH2OH 
 
Ainsi, les molécules de phospholipides ont tendance à s’auto-organiser en solution, de manière à 
ce que les groupements polaires soient en contact avec des groupements polaires qui se trouvent 
dans le milieu environnant. Les phospholipides pouvant former des bicouches ont deux chaînes 
hydrocarbonées généralement entre 14 à 18 atomes de carbone (Weinstein et al., 1984). Les 
phospholipides peuvent être d’origine naturelle ou synthétique. Le coût des préparations 
liposomiales à base de phospholipides naturels est habituellement inférieur à celui des 
formulations préparées avec des phospholipides synthétiques (Justo et al., 2011). 
L’incorporation dans la bicouche lipidique de phospholipides chargés négativement comme le 
phosphatidylglycérol, phosphatidylsérine, phosphatidylinositol, ou l’acide phosphatidique ou des 
lipides chargés positivement comme le stéarylamine permet de diminuer les phénomènes 
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d’agrégation des vésicules entre elles (Weinstein et al., 1984; Piel et al., 2006).  
Des sphingolipides (sphingomyéline) peuvent entrer également dans la composition des 
liposomes (Shashi et al., 2012). La sphingomyéline avec le cholestérol sont à l’origine de la 
formation de microdomaines rigides dans les membranes (Shashi et al., 2012). 
Le tableau 2 regroupe les principaux phospholipides et lipides utilisés dans la formulation des 
liposomes. 
 
Tableau 2: Principaux phospholipides et lipides utilisés dans la formulation des liposomes 
(Shashi et al., 2012; Immordino et al., 2006; Fattal et al., 1993). 
 
 Lipides Abréviation Carbone : 
saturation 
Charge 
Phospholipides 
naturels neutres 
Phosphatidylcholine de jaune d’œuf  EPC  0 
Phosphatidylcholine de soja SPC  0 
 
 
 
Phospholipides 
synthétiques neutres 
Dimyristoylphosphatidylcholine DMPC 14 :0 0 
Dipalmitoylphosphatidylcholine DPPC 16 :0 0 
Distéaroylphosphatidylcholine DSPC 18 :0 0 
Dioleoylphosphatidylcholine DOPC 18 :1 0 
Dimyristoylphosphatidyléthanolamine DMPE 14 :0 0 
Dipalmitoylphosphatidyléthanolamine DPPE 16 :0 0 
Distéaroylphosphatidyléthanolamine DSPE 18 :0 0 
Dioleoylphosphatidyléthanolamine DOPE 18 :1 0 
 
Phospholipides 
synthétiques chargés 
négativement 
Dimyristoylphosphatidylglycérol DMPG 14 :0 -1 
Dipalmitoylphosphatidylglycérol DPPG 16 :0 -1 
Distéaroylphosphatidylglycérol DSPG 18 :0 -1 
Dioleoylphosphatidylglycérol DOPG 18 :1 -1 
Dipalmitoyl acide phosphatidique DPPA 16 :0 -1 ou -2 
Dipalmitoylphosphatidylsérine DPPS 16 :0 -1 
Lipides chargés 
positivement 
Stéarylamine SA 18 :0 +1 
Dioleoyloxytriméthylamoniopropane DOTAP 18 :1 +1 
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1.2.1.1. Température de transition de phase des phospholipides 
Les phospholipides sont caractérisés par une température de transition de phase (Tm, melting 
temperature) qui correspond au passage d’un état gel ordonné (Lβ, configuration trans) vers un 
état fluide désordonné (Lα, configuration gauche) via un état intermédiaire Pβ (Lorin et al., 2004; 
Maxfield et al., 2005). 
Tm est un paramètre thermodynamique généralement utilisé pour étudier la fluidité de la 
bicouche lipidique. En effet, à une température inférieure à Tm, les phospholipides s’arrangent 
suivant un état « gel » ou phase Lβ où les chaînes hydrocarbonées sont ordonnées, parallèles 
entre elles, étirées au maximum et peu mobiles. Une élévation de la température entraîne un 
accroissement de la mobilité moléculaire. La probabilité d’une isomérisation trans-gauche 
s’accroît alors. Au-delà de Tm, les bicouches passent en état « fluide », ou phase Lα, où les 
chaînes hydrocarbonées ne sont plus étirées mais désordonnées et animées de mouvement plus 
ou moins pendulaires (Maxfield et al., 2005; Lorin et al., 2004) (Figure 2). 
 
La température de transition de phase varie en fonction de la longueur et du degré de saturation 
des chaînes d’acides gras des phospholipides. Ainsi, la Tm augmente proportionnellement avec la 
longueur des chaînes car les interactions de Van der Waals augmentent. Par contre, la Tm 
diminue avec le nombre d’insaturation qui défavorise les interactions entre les chaînes (Lorin et 
al., 2004). Cette température doit être prise en considération lors de la préparation des liposomes. 
Ces derniers ne se forment qu’à une température supérieure à celle de leur transition de phase 
(Lorin et al., 2004).  
 
1.2.1.2. Dynamique des lipides au sein des membranes 
Les molécules de lipides peuvent diffuser librement dans la bicouche lipidique (Figure 2). Dans 
la monocouche, les lipides peuvent tourner autour de leur axe perpendiculairement au plan de la 
membrane (rotation axiale ou diffusion rotationnelle) ou diffuser latéralement dans le feuillet 
dont ils font partie. Au sein de la bicouche, la diffusion transversale également appelée « flip-
flop » est associée au passage d’un lipide d’une monocouche à une autre. Ce mouvement est lent 
comme il nécessite le passage de la tête polaire d’une molécule lipidique à l’intérieur de la zone 
hydrophobe constituée par les queues des phospholipides (Lipowsky et al., 1995; Alberts et al., 
2002; Lorin et al., 2004). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 2: Représentation schématique de la dynamique des lipides au sein des membranes 
(Lipowsky et al., 1995). 
 
1.2.2. Le cholestérol 
Le cholestérol s’intercale au sein de la bicouche phospholipidique. Il s’insère dans la membrane 
avec son groupement hydroxyle polaire orienté vers les têtes polaires des phospholipides et sa 
partie apolaire (noyau tétracyclique et chaîne hydrocarbonée) orientée parallèlement aux chaînes 
d’acides gras des phospholipides (Figure 3) (Maxfield et al., 2005; Matsingou et al., 2007).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 3: Structure du cholestérol (a), positionnement du cholestérol au sein de la monocouche 
lipidique (b) (Maxfield et al., 2005). 
 
A l’état gel (au dessous de Tm), le cholestérol, à de faibles concentrations, tend à augmenter le 
désordre des phospholipides, particulièrement au niveau des chaînes hydrocarbonées et par 
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conséquent possède un effet fluidifiant (Demetzos, 2008). Cependant, à une concentration de 30 
% molaire, une phase « liquide ordonnée » est révélée, dans laquelle les chaînes hydrocarbonées 
ont une conformation plus ordonnée (Kyrikou et al., 2005). Ainsi, à l’état fluide (au-dessus de 
Tm), le cholestérol exerce un effet condensant; il rassemble fermement les phospholipides et la 
membrane devient moins fluide et moins perméable aux molécules hydrophiles et aux ions 
(Mills et al., 2009). Il est alors un modulateur de la fluidité de la bicouche lipidique formant les 
liposomes. 
 
1.2.3. Autres constituants 
Selon l’application souhaitée, d’autres constituants peuvent également entrer dans la composition 
des liposomes. Par exemple, les chaînes de polyéthylène glycol (PEG) sont souvent greffées sur 
des phospholipides ou du cholestérol. La PEGylation permet une stabilisation stérique des 
liposomes (Kontogiannopoulos et al., 2014).  
Dans un autre cas, pour d’autres applications, l’addition d’un « edge activator » déstabilise les 
bicouches lipidiques formant des liposomes dits déformables ou transfersomes (Cevc et Blume, 
1992). Les « edge activators » les plus souvent utilisés sont des tensioactifs comme le 
déoxycholate de sodium, les polysorbates ou les esters de sorbitane (Cevc et Blume, 1992 ; 
Trotta et al., 2004). 
 
1.3. Classification des liposomes 
Les liposomes sont classés en fonction de leur nombre de bicouches appelé lamellarité et de leur 
taille (Rongen et al., 1997; Laouini et al., 2012a). Ces caractéristiques varient en fonction de la 
méthode de préparation et des matières premières utilisées pour les former. 
On distingue alors les vésicules unilamellaires qui sont formées d’une seule bicouche 
concentrique ou lamelle enfermant un compartiment aqueux et les vésicules multilamellaires 
ayant une structure d’oignon formées de plusieurs lamelles ou bicouches concentriques séparées 
par des couches de compartiments aqueux.  
En prenant en compte la taille des liposomes, on peut distinguer parmi les unilamellaires, les 
vésicules de petite taille «small unilamellar vesicles ou SUV» dont la taille est comprise entre 20 
et 100 nm, les vésicules de grande taille «large unilamellar vesicles ou LUV» de taille allant de 
100 à 1000 nm et les vésicules géantes «giant unilamellar vesicles ou GUV» dont la taille est 
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supérieure à 1000 nm.  
Les vésicules oligolamellaires «oligolamellar vesicles ou OLV» ont une taille comprise entre 100 
et 500 nm et comptent environ 5 bicouches concentriques. Les vésicules multilamellaires 
«multilamellar vesicles ou MLV» dont la taille est supérieure à 500 nm comptent plusieurs 
bicouches concentriques (entre 5 et 20). Les vésicules multivésiculaires «multivesicular vesicles 
ou MVV» sont des vésicules formées de plusieurs bicouches non concentriques emprisonnées 
dans une vésicule plus grosse dont la taille est supérieure à 1000 nm. Ces éléments sont 
regroupés sur la Figure 4. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 4: Les différentes classes de liposomes selon la taille et le nombre de lamelles (Laouini et 
al., 2012a). 
 
1.4. Méthodes de préparation des liposomes à petite échelle 
Le choix de la méthode de préparation des liposomes dépend de plusieurs paramètres (Mozafari 
et al., 2008): 
1. Les propriétés physico-chimiques de la molécule encapsulée et celles des composants 
liposomiques 
2. La nature du milieu dans lequel les vésicules lipidiques seront dispersées 
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3. La concentration de la substance encapsulée et sa toxicité potentielle 
4. La taille optimale, la polydispersité et la durée de vie des vésicules pour l’application prévue  
5. La reproductibilité de la méthode et la possibilité de production à grande échelle des 
liposomes. 
 
Les méthodes de préparation des liposomes se divisent en quatre groupes principaux (Rongen et 
al., 1997; Akbarzadeh et al., 2013): 
1. Les méthodes mécaniques de dispersion de phospholipides 
2. Les méthodes basées sur l’élimination du détergent 
3. Les méthodes basées sur la transformation de liposomes préformés 
4. Les méthodes basées sur l’élimination du solvant organique 
 
Ces méthodes sont basées sur la dispersion des lipides dans le milieu aqueux après élimination 
du solvant organique (Akbarzadeh et al., 2013). 
 
1.4.1. Les méthodes mécaniques de dispersion de phospholipides 
1.4.1.1. Hydratation du film lipidique 
Cette méthode décrite par Bangham et al., 1965 est la plus utilisée pour la préparation des MLV 
(Figure 5). C’est une méthode simple et rapide. Les lipides sont tout d’abord dissous dans un 
solvant organique ou dans un mélange de solvants organiques. Le mélange chloroforme: 
méthanol (2 :1) est souvent utilisé. Le solvant est ensuite évaporé ce qui provoque la formation 
d'un film lipidique mince sur la paroi du ballon. Le film lipidique est hydraté en ajoutant une 
phase aqueuse; la dispersion ainsi formée est agitée par vortex pour une durée de quelques 
minutes. L'étape d'hydratation est réalisée à une température au-dessus de la Tm du phospholipide 
ou à la Tm la plus élevée si un mélange de phospholipides est utilisé. Les composés à encapsuler 
sont ajoutés, en fonction de leur solubilité, soit dans la phase aqueuse soit dans le solvant 
organique contenant les lipides. Cette méthode possède certains inconvénients comme: un petit 
volume aqueux interne, une faible efficacité d'encapsulation et une distribution de taille des 
liposomes très hétérogène (Bangham et al., 1965). Ce procédé nécessite des méthodes 
d’homogénéisation et de réduction de taille des MLV par traitement mécanique, comme la 
sonication, l’extrusion et la microfluidisation. 
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Des liposomes de type DRV (dehydration-rehydration vesicles) peuvent être également obtenus. 
Après hydratation du film lipidique, les liposomes obtenus sont lyophilisés et ensuite réhydratés 
(Chen et al., 2007; Hatzi et al., 2007). 
 
 
Figure 5: Préparation des liposomes par la méthode d’hydratation du film lipidique. 
 
1.4.1.2. Sonication 
Les MLV subissent une sonication soit dans un bain à ultrasons à une température supérieure à la 
Tm du phospholipide ou bien en utilisant une sonde à ultrasons plongée directement dans la 
dispersion de liposomes (Silva et al., 2010; Cho et al., 2013). Les ultrasons fournissent de 
l'énergie acoustique induisant une pression brisant les MLV en petites vésicules unilamellaires 
de type SUV (Cho et al., 2013).  
La durée et la force de sonication influencent les vésicules traitées (Cho et al., 2013). En effet, 
une augmentation de la durée et de la force de sonication entraînent une réduction de la taille des 
liposomes (Silva et al., 2010). Cependant, cette méthode possède plusieurs inconvénients 
comme: un faible volume aqueux interne, une faible efficacité d’encapsulation, une possible 
dégradation des phospholipides et des molécules encapsulées, une contamination du milieu par le 
métal de la sonde (titanium) dans le cas de la sonication par une sonde à ultrasons (Riaz et al., 
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1996; Akbarzadeh et al., 2013). En effet, Xia et al., 2005 ont démontré une diminution de 
l’efficacité d’encapsulation des molécules encapsulées comme le sulfate ferreux en augmentant 
la force de sonication (Xia et al., 2005). 
 
1.4.1.3. Extrusion 
L’extrusion des liposomes est réalisée soit à travers des membranes de polycarbonate ou bien sur 
une presse de French. 
 
1.4.1.3.1. Membrane de polycarbonate 
Cette technique consiste à forcer une suspension des liposomes à traverser un filtre de 
polycarbonate ayant une taille des pores bien définies afin d’obtenir des liposomes d’un diamètre 
proche de la taille des pores de la membrane utilisée (Lapinski et al., 2007). L’extrusion est 
réalisée sous atmosphère d’azote et sous pression modérée (100-250 psi) à une température 
supérieure à la Tm du phospholipide (MacDonald et al., 1991). Elle implique la rupture et le 
réarrangement spontané des vésicules lors du passage à travers la membrane de polycarbonate 
(MacDonald et al., 1991). Elle permet une homogénéisation des suspensions de MLV qui 
peuvent être filtrées successivement à travers des membranes de dimension de pores 
décroissante, produisant ainsi des vésicules plus petites et unilamellaires. Des dispositifs 
permettant d’obtenir des LUV sont disponibles sur le marché sous le nom commercial de 
« LUVET » pour « Large Unilamellar Vesicles by Extrusion Techniques » ou extrudeur. 
Néanmoins, l'extrusion peut provoquer une diminution du taux d’encapsulation du principe actif. 
En effet, l’efficacité d’encapsulation de la dexaméthasone, molécule hydrophobe, diminue de 50 
% environ après extrusion (Bhardwaj et al., 2010).  
 
1.4.1.3.2. Presse de French 
L’extrusion des MLV peut également s’effectuer sur une presse de French (French pressure cell) 
décrite par Hamilton en 1980. Une suspension de liposomes de 40 ml est placée dans une 
chambre de presse de French à température ambiante et extrudée à l’aide d’un piston sous haute 
pression de 20000 psi à travers un petit orifice (Hamilton et al., 1980). Elle nécessite donc des 
pressions plus élevées que celles utilisées avec les membranes de polycarbonate. Elle présente 
plusieurs avantages par rapport à la sonication. En effet, le passage répétitif à travers la presse de 
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French n’altère pas les liposomes. Aucune dégradation des phospholipides n’est détectée après 
dix passages consécutifs à 20 000 psi en absence d'une atmosphère d'azote (Hamilton et al., 
1980). Cependant, cette méthode est limitée principalement par la difficulté d’atteindre une 
température élevée et d’obtenir des volumes relativement importants (> 50 ml) (Hamilton et al., 
1980; Riaz et al., 1996). 
 
1.4.1.4. Microfluidisation 
La microfluidisation est également utilisée pour homogénéiser les suspensions de MLV. Elle 
consiste à forcer les suspensions de MLV sous haute pression (10000 psi) à travers un filtre ayant 
des pores de 5 μm de diamètre (MicrofluidizerTM). La suspension est séparée en deux canaux qui 
se rejoignent dans une chambre d’interaction où les vésicules vont s’entrechoquer avec une 
grande vitesse pour former des petites vésicules de taille homogène (Vemuri et al., 1990). Plus 
on augmente le nombre de passage à travers le microfluidiseur, plus la taille des liposomes et 
leur polydispersité diminuent (Vemuri et al., 1990). Cette technique permet la production des 
liposomes à grande échelle dans des conditions stériles (Vemuri et al., 1990; Sorgi et Huang, 
1996). 
 
1.4.2. Les méthodes basées sur l’élimination du détergent 
Les détergents à leurs concentrations micellaires critiques (CMC) sont utilisés pour solubiliser 
les phospholipides dans un milieu aqueux. Il se forme alors des micelles mixtes. Lorsque le 
détergent est éliminé, les micelles deviennent progressivement plus riche en phospholipides et, 
enfin, se combinent pour former des liposomes unilamellaires (Figure 6) (Alpes et al., 1986; 
Akbarzadeh et al., 2013). La taille des liposomes dépend de la nature chimique et de la 
concentration des phospholipides et du détergent utilisés (Wagner et al., 2010). Les détergents 
utilisés sont le Triton X-100, le Tween 20, l’octyl glucoside et le cholate de sodium (Akbarzadeh 
et al., 2013). Ils peuvent être éliminés par dialyse (Purwaningsih et al., 2004; Alpes et al., 1986), 
par chromatographie d’exclusion stérique sur un gel Sephadex G50 (Abeywardena et al., 1983) 
ou par adsorption sur des résines hydrophobes (Madani et al., 2011). Le principal inconvénient 
est la rétention de traces de détergent à l'intérieur des liposomes (Alpes et al, 1986). 
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Figure 6: Préparation des liposomes par la méthode d’élimination du détergent (Rigaud et al., 
2000). 
 
1.4.3. Les méthodes utilisant des liposomes préformés: La congélation-décongélation 
(Freeze-thaw method) 
A partir d’une suspension de liposomes de type SUV ou MLV, cette méthode consiste à répéter 
plusieurs cycles de congélation dans l’azote liquide suivis de décongélation dans l’eau chaude. 
Des LUV se forment soit par fusion des SUV de départ ou bien par rupture des MLV (Traikia et 
al., 2000; Akbarzadeh et al., 2013). La taille des liposomes obtenus est inférieure à 200 nm 
(Traikia et al., 2000). En augmentant le nombre de cycles, la taille et la lamellarité des MLV 
diminuent alors que le volume aqueux et l’efficacité d’encapsulation des molécules hydrophiles 
augmentent (Sriwongsitanont et al., 2011, Traikia et al., 2000). En effet, l’encapsulation du 
sulfate ferreux, une molécule hydrophile, est améliorée après congélation-décongélation des 
liposomes de type MLV préparés par hydratation du film lipidique (Xia et al., 2005). 
 
1.4.4. Les méthodes basées sur l’élimination du solvant organique 
1.4.4.1. Evaporation en phase inverse 
Cette méthode permet l’obtention des liposomes unilamellaires avec une grande cavité aqueuse 
LUV également appelés REV pour « Reverse phase Evaporation Vesicles » (Szoka et 
Papahadjopoulos, 1978). Elle consiste à dissoudre les phospholipides dans un solvant organique 
comme le diéthyléther ou l’isopropyléther ou dans un mélange isopropyléther:chloroforme 1:1 
(Figure 7.1) et d’y ajouter la phase aqueuse contenant les molécules hydrophiles à encapsuler. A 
 
ce stade, les phospholipides se placent à l’interface entre les deux phases non miscibles (Figure 
7.2). Après sonication pour une durée de quelques minutes, une émulsion huile/eau se forme 
dans laquelle les phospholipides s’organisent sous forme de micelles inverses entourant des 
compartiments aqueux (Figure 7.3). L’élimination lente du solvant organique par évaporation 
sous pression réduite entraîne un rapprochement de ces micelles inverses et la formation d’un gel 
(Figure 7.4). La pression est ensuite réduite davantage pour favoriser l’évaporation totale de 
l’éther et entraîner la rupture de l’état gel (Figure 7.5). Enfin, les monocouches de 
phospholipides se rapprochent pour former les liposomes (Figure 7.6) (Szoka et al., 1978). Les 
vésicules ainsi obtenues ont un volume aqueux d’encapsulation 4 fois supérieur à celui des MLV 
obtenues par hydratation du film lipidique et 30 fois supérieur à celui des SUV obtenues par 
sonication (Szoka et al., 1978; Laouini et al., 2012a). Cette méthode permet d’obtenir une 
encapsulation maximale de la phase aqueuse (jusqu’à 65 % pour des solutions de faible force 
ionique) permettant d’encapsuler une grande variété de macromolécules hydrosolubles avec une 
grande efficacité (Szoka et al., 1978; Laouini et al., 2012a). L’inconvénient principal de cette 
technique est le contact des molécules à encapsuler avec le solvant organique et leur exposition, 
même pour une courte durée, à la sonication. Ces conditions peuvent causer la rupture des brins 
d’ADN et la dénaturation des protéines (Szoka et al., 1978). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 7: Préparation des liposomes par évaporation en phase inverse (Szoka et al., 1978). 
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1.4.4.2. Injection de solvant organique 
1.4.4.2.1. Injection d’éthanol 
La méthode d’injection d’éthanol est décrite par Batzri et Korn en 1973. Elle consiste à dissoudre 
les phospholipides dans l’éthanol. La phase organique résultante est ensuite injectée à l’aide 
d’une seringue dans une solution aqueuse soumise à une agitation magnétique à une température 
supérieure à la Tm du phospholipide. Dès que la phase organique entre en contact avec la phase 
aqueuse, les molécules de lipides se précipitent et forment des fragments de bicouches planes 
« bilayer planar fragments ou BPF», qui eux-mêmes forment des liposomes (Lasic, 1988). Enfin, 
l’éthanol et une partie de l'eau sont éliminés à l’aide d’un évaporateur rotatif sous pression 
réduite (Batzri et al., 1973; Jaafar-Maalej et al., 2010, Song et al., 2011) (Figure 8).  
 
 
Figure 8: Préparation des liposomes par injection de solvant organique. 
 
La méthode d’injection d’éthanol présente plusieurs avantages par rapport aux autres techniques 
utilisées pour la préparation des liposomes (Batzri et al., 1973; Wang et al., 2003; Wagner et al., 
2002a et 2006; Justo et al., 2010 et 2011; Jaafar-Maalej et al., 2010; Yang et al., 2012): 
• rapide, simple, reproductible, peu coûteuse; 
• procédé en une seule étape (sans extrusion ni sonication); 
• ne nécessite pas l’utilisation des solvants dangereux ni des traitements mécaniques qui 
peuvent endommager les liposomes ainsi que les substances encapsulées; 
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• obtention des liposomes stables, de petite taille avec une distribution étroite et une 
efficacité d’encapsulation élevée; 
• encapsulation d’une grande variété de substances (hydrophiles, hydrophobes, 
amphiphiles); 
• Possibilité de production à grande échelle. 
 
Plusieurs paramètres modifient les caractéristiques des liposomes. Plus la concentration des 
lipides dans la phase organique augmente plus la taille des liposomes augmente (Kremer et al., 
1977; Jaafar-Maalej et al., 2010). De plus, la taille des vésicules décroît avec l'augmentation de 
la vitesse d'agitation de la phase aqueuse (Jaafar-Maalej et al., 2010) et augmente avec 
l’augmentation du rapport volumique solvant/eau (Maitani et al., 2001; Yang et al., 2012). En 
revanche, la vitesse d’injection de la solution organique (Kremer et al., 1977; Jaafar-Maalej et 
al., 2010; Song et al., 2011), la variation du pH du milieu (Maitani et al., 2001) et le contenu en 
cholestérol n’affectent pas la taille des liposomes (Jaafar-Maalej et al., 2010).  
 
Selon cette technique, l’efficacité d’encapsulation des molécules à encapsuler est également 
affectée par plusieurs paramètres. Il a été démontré que l’efficacité d’encapsulation de la 
cytosine arabinoside, une substance hydrophile, augmente avec l’augmentation de la 
concentration des lipides dans la phase organique mais elle diminue avec l’augmentation du 
contenu en cholestérol et la diminution du rapport volumique solvant/eau (Jaafar-Maalej et al., 
2010). L’efficacité d’encapsulation de cette molécule varie entre 3 et 16 %. Par ailleurs, 
l’efficacité d’encapsulation de la béclométhasone dipropionate, une molécule hydrophobe, est 
plus élevée (entre 87 et 100 %), diminue légèrement en présence du cholestérol, et augmente 
avec l’augmentation de la concentration des lipides (Jaafar-Maalej et al., 2010). 
 
1.4.4.2.2. Injection d’éther 
Deamer et Bangham (1976) ont décrit la méthode de préparation des liposomes par injection 
d’éther. La solution de lipides dissoute dans l’éther est injectée lentement dans une solution 
aqueuse chauffée à 55-65 °C au-dessus du point d’ébullition de l’éther. Ceci provoque une 
évaporation rapide de l'éther et la formation des liposomes (Deamer et al., 1976). La méthode 
d’injection d’éther diffère donc de l’injection éthanolique par le fait que l’éther est non-miscible 
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dans la phase aqueuse et s’évapore lors du contact avec la phase aqueuse chaude (Laouini et al., 
2012a). Dans le cas de l’éthanol, son élimination totale est difficile parce qu’il se forme un 
mélange azéotropique avec l’eau (Dua et al., 2012).  
 
1.4.4.2.3. Injection d’isopropanol 
Gentine et al., 2012 ont testé plusieurs solvants organiques tels que le t-butanol, n-butanol, 
éthanol, éthyle acétate, isopropanol et n-propanol dans le but de contrôler le diamètre des 
liposomes formés par la méthode d’injection de solvant, d’éviter la grande variabilité de taille et 
de remplacer l’éthanol.  
Il a été démontré que les liposomes obtenus par l’injection d’éthanol classique possèdent une 
taille de 133 nm et un indice de polydispersité (pdI) de 0,275. Toutefois, les solvants n-butanol et 
éthyle acétate entraînent la formation des populations liposomiales polydisperses dont le pdI est 
respectivement de l’ordre de 0,489 et 0,354 et la taille est environ 200 nm. Deux populations 
liposomiales ont été également obtenues avec le n-propanol : une population de 103 nm (44 %) 
et une autre de 20 nm (56 %) avec un pdI de 0,207. Les liposomes obtenus par la méthode 
d’injection du t-butanol et de l'isopropanol sont plus petits que ceux obtenus par l’injection 
d’éthanol classique. En effet, les liposomes obtenus avec t-butanol possèdent une taille et un pdI 
respectivement de 98,8 nm et 0,211. Ces valeurs sont similaires à celles obtenues avec les 
liposomes préparés par l’isopropanol (Taille de 84,8 nm et pdI de 0,224). La différence entre les 
valeurs obtenues par les différents solvants a été expliquée par le fait que les solvants peuvent 
affecter la courbure de la membrane et interagir autrement avec les phospholipides utilisés, selon 
leur structure, influant ainsi sur la forme et la taille de vésicules (Gentine et al., 2012).  
 
Par ailleurs, l’isopropanol est éliminé par dialyse, moins toxique pour les hommes que l’éthanol 
et le t-butanol. Ce dernier est déjà utilisé pour la préparation des liposomes par lyophilisation. En 
outre, les valeurs de potentiel zêta des liposomes formés avec l’isopropanol sont très proches de 
celles obtenues avec l’éthanol. De ce fait, les auteurs ont signalé que la méthode d’injection de 
l'isopropanol est une bonne alternative à l’injection éthanolique pour la préparation des 
liposomes (Gentine et al., 2012).  
Trois types de phospholipides qui diffèrent par la charge (cationique, anionique et neutre) et 
deux autres qui diffèrent par le degré de saturation des chaînes hydrocarbonées (saturée et 
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insaturée) ont été utilisés pour préparer des liposomes afin d’étudier l’effet de la nature et de la 
concentration des phospholipides sur la taille et la distribution de taille des liposomes. En 
utilisant l’injection de l’isopropanol, les résultats ont montré que ces deux paramètres n’affectent 
pas la taille des liposomes en comparaison avec l’injection d’éthanol. En revanche, la nature de 
la phase aqueuse affecte la taille des liposomes. Selon cette méthode, il a été démontré que la 
taille des liposomes est contrôlée par la vitesse d'agitation de la phase aqueuse et la vitesse 
d’injection de la solution des lipides dans l’isopropanol (Gentine et al., 2012). 
 
Les volumes des préparations liposomiales obtenues par la méthode d’injection d’éthanol sont 
généralement inferieurs à 1 L, par exemple: 1 ml (Gentine et al., 2012), 10 ml (Kremer et al., 
1977; Stano et al., 2004; Justo et al., 2005), 10,75 ml (Pons et al., 1993), 25 ml (Maitani et al., 
2001), 30 ml (Pham et al., 2012; Gentine et al., 2012; Jaafar-Maalej et al., 2010) pouvant 
atteindre 200 ml (Naeff, 1996), 300 et 800 ml (Justo et al., 2011). 
 
1.5. Production des liposomes à grande échelle 
Le contrôle de la variation de la taille, de la polydispersité et de la lamellarité des liposomes 
constitue un défi pour la plupart des méthodes de préparation de liposomes. Ce problème est 
exacerbé lors du passage à l’échelle industrielle (Riaz et al., 1996; Wagner et al., 2010). Pour la 
délivrance des médicaments et pour des applications cosmétiques, la taille des liposomes 
souhaitable doit être comprise entre 50 et 200 nm (Woodle 1995; Nastruzzi et al., 1993). Par 
conséquent, la réduction de la taille et de la lamellarité exige une homogénéisation, des 
traitements mécaniques (sonication, extrusion) ou des cycles de congélation-décongélation. Ces 
étapes supplémentaires rendent difficile ainsi leur production à grande échelle (Jaafar-Maalej et 
al., 2010). Les liposomes préparés pour un but commercial doivent être économiques et 
reproductibles. Ils doivent également posséder une distribution de taille homogène (Justo et al., 
2011). 
 
Récemment, de nouvelles approches basées sur le principe de la méthode d’injection d’éthanol 
sont introduites pour la production des liposomes à grande échelle. On peut citer la 
microfluidisation citée ci-dessus (Sorgi et Huang, 1996), l’injection par écoulement transversal 
«cross-flow injection technique» (Wagner et al., 2002; 2006), l’injection par écoulement 
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transversal en utilisant un connecteur spécial Y combiné avec des procédures d’ultrafiltration et 
d'extrusion à haute pression (Zhong et al., 2013), le contacteur à membrane (Jaafar-Maalej et al., 
2011; Laouini et al., 2011; 2013 a et b; Charcosset et al., 2015) et le pilote (Charcosset et al., 
2015).  
 
1.5.1. Injection par écoulement transversal ou « Cross flow injection technique » 
Le dispositif d'injection par écoulement transversal est constitué de deux tubes en acier 
inoxydable soudés ensemble pour former une croix (Figure 9-1). Au point de connexion ou 
d’injection, le module est percé par électro-érosion avec un diamètre de pores de 150 et 250 μm. 
La solution aqueuse est poussée à l’aide d’une pompe péristaltique du récipient 2 au récipient 3 
(mode continu) ou en « batch mode » de retour au récipient 2. Au cours de la circulation de la 
phase aqueuse à travers le module d’injection, la phase organique (éthanol) dans laquelle les 
phospholipides et le cholestérol sont dissous est injectée dans la phase aqueuse en variant la 
pression d'azote (Wagner et al., 2002 a and b) (Figure 9). Le diamètre des pores du module 
n’affecte pas la taille des liposomes mais un faible débit de la phase aqueuse affecte 
l’homogénéité des liposomes. Par contre, la taille des liposomes est contrôlée par la 
concentration de lipides dans l’éthanol et la pression d'injection de la phase organique (Wagner 
et al., 2002 a). Le mode utilisé (mode continu ou batch mode) n’affecte pas la taille et la 
distribution de taille des liposomes. En effet, la taille des liposomes varie entre 20 et 650 nm 
avec une taille moyenne environ 150 nm, en utilisant les conditions experimentales suivantes : 
débit de la phase aqueuse 900 ml/min, pression de la phase organique 1,6 bar et diamètre des 
pores 250 μm (Wagner et al., 2002 a). Des résultats reproductibles en terme de taille, distribution 
de taille et efficacité d’encapsulation des protéines sont obtenus quelque soit l’échelle utilisée. 
Ainsi, en passant d’un volume de 300 ml à 2,4 L, la taille des liposomes reste inchangeable 
environ 150 nm (Wagner et al., 2002 a) et l’efficacité d’encapsulation des protéines reste presque 
la même autour de 30 % (Wagner et al., 2002 b). Les liposomes obtenus sont unilamellaires. Ce 
dispositif est un procédé continu, simple, reproductible, réalisable dans des conditions de stérilité 
et sécurité, et permet l’encapsulation d’une variété de substances comme de grandes protéines 
hydrophiles ou de petites molécules amphiphiles (Wagner et al., 2002 a, b; 2006). Il permet la 
préparation des liposomes avec un volume allant de 100 ml à 2,4 L (Wagner et al., 2002 a).  
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Figure 9: Préparation des liposomes par injection par écoulement transversal ou « cross-flow 
injection technique » (Wagner et al., 2002 a, b).  
 
Par ailleurs, Zhong et al., 2013 ont préparé 1 L de liposomes encapsulant des oligonucléotides 
par la méthode d’injection par écoulement transversal. Les deux phases organique (éthanol) et 
aqueuse sont poussées chacune par une pompe péristaltique à travers des tubes en silicone de 
diamètre intérieur de 6,4 mm reliés par un connecteur sous forme Y à une aiguille (Figure 10). 
Les liposomes se forment spontanément. Afin d'éliminer l'éthanol et de concentrer la suspension 
liposomiale, cette technique est associée à des procédures d’ultrafiltration. Les liposomes 
subissent ensuite une extrusion à haute pression à travers une membrane de polycarbonate de 
diamètre de pores de 100 nm pour réduire la taille des liposomes (Zhong et al., 2013). 
 
Les liposomes témoins obtenus par la méthode d’injection par écoulement transversal possèdent 
une taille de 262 nm et un pdI de 0,25. Après ultrafiltration, les liposomes témoins présentent un 
pdI de 0,18 mais leur taille augmente jusqu'à 306 nm. Après 10 cycles d’extrusion, ces liposomes 
témoins possèdent une taille, un pdI et un potentiel zêta respectivement de 183 nm, 0,14 et 46,9 
mV. Une augmentation significative de la taille et du pdI est observée après lyophilisation de ces 
liposomes en présence de saccharose et mannitol. En revanche, la lyophilisation de ces 
liposomes en utilisant le lactose comme cryoprotecteur n’affecte pas la taille, le pdI et le 
potentiel zêta des liposomes. Les poudres liposomiales obtenues sont ensuite réhydratées en 
présence des oligonucléotides. Les liposomes encapsulant les oligonucléotides ont une taille de 
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229 nm, un pdI de 0,28, un potentiel Zêta de 29,7 mV et une efficacité d’encapsulation (EE) de 
90 %. (Zhong et al., 2013). Les résultats ont montré que ces liposomes permettent une libération 
contrôlée des oligonucléotides pour une durée de 14 jours à 37 °C, maintiennent la taille, le pdI, 
le potentiel zêta, l’efficacité d’encapsulation des oligonucléotides et le profil de libération après 6 
mois de stockage à 5 et 25 °C. Ces liposomes inhibent la prolifération des cellules du cancer de 
foie humain et la croissance du carcinome hépatocellulaire dans le modèle animal (Zhong et al., 
2013).  
 
 
 
 
 
 
Figure 10: Injection par écoulement transversal en utilisant un connecteur spécial Y (Zhong et 
al., 2013). 
1.5.2. Contacteur à membrane  
C. Charcosset et ses collègues ont développé le procédé de contacteur à membrane utilisé pour la 
préparation des liposomes à grande échelle (Figure 11) (Jaafar-Maalej et al., 2011). Dans ce 
procédé, une phase organique constituée de l’éthanol dans laquelle les phospholipides et le 
cholestérol sont dissouts est poussée à travers la membrane ayant une taille des pores bien 
définie soit au moyen du gaz azote à une pression inférieure à 5 bar (Jaafar-Maalej et al., 2011; 
Laouini et al., 2011) ou bien d’une pompe péristaltique (Charcosset et al., 2015). En même 
temps, la phase aqueuse circule tangentiellement à la membrane à l’aide d’une pompe. Les 
liposomes se forment spontanément lorsque les deux phases entrent en contact à l’intérieur du 
module membranaire. Le système est arrêté dès que des bulles d’air atteignent le tube connectant 
la phase organique au module membranaire, ce qui indique que le volume initial de la phase 
organique est entièrement consommé. Les débits des deux phases sont réglés de manière à ce 
qu’elles passent en un temps identique. Les liposomes sont ensuite soumis sous agitation à 
température ambiante pendant 15 min. Enfin, l’éthanol et une partie de l’eau sont éliminés sous 
pression réduite à l’aide d’un évaporateur rotatif (Charcosset et al., 2015; Jaafar-Maalej et al., 
2011; Laouini et al., 2011). A la fin de l’expérience, la membrane est régénérée par circulation 
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d’eau et d’éthanol.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 11: Préparation des liposomes par contacteur à membrane (Charcosset et al., 2015). 
 
Ce procédé possède plusieurs avantages notamment: la simplicité, la rapidité, la continuité, la 
reproductibilité, le contrôle de la taille des liposomes en réglant les paramètres du procédé, 
préparations de grands volumes de liposomes, l’application à de nombreuses molécules avec des 
efficacités d’encapsulation élevées (Jaafar-Maalej et al., 2011; Laouini et al., 2011, Laouni et al., 
2012; Greige-Gerges et Sebaaly, 2015). 
Ce procédé permet l’utilisation de différents types de membrane: « Shirasu Porous Glass » (SPG) 
de nature hydrophile avec une taille moyenne des pores de 0,4; 0,9 ou 10,2 μm (Jaafar-Maalej et 
al., 2011; Charcosset et al., 2015), «nickel microengineered membrane » contenant des pores 
uniformes cylindriques avec une taille de 5, 10, 20 ou 40 μm disposés selon un réseau hexagonal 
dont les pores sont espacés de 80 ou 200 μm (Laouini et al., 2013 a et b) et des fibres creuses en 
polypropylène de nature hydrophobe avec un diamètre interne et externe respectivement de 220 
et 300 μm et une taille des pores estimée de 40 nm (Laouini et al., 2011). 
En utilisant des « nickel microengineered membrane », Laouini et al., 2013 a and b ont montré 
que la taille des liposomes augmente avec l’augmentation de la taille des pores de la membrane. 
 

Par contre, elle diminue lorsque la distance entre les pores augmente. Ceci est expliqué par une 
réduction de la probabilité de coalescence entre les liposomes (Laouini et al., 2013 b). 
Par ailleurs, il a été démontré en utilisant soit la membrane SPG ou bien les fibres creuses en 
polypropylène que la taille des liposomes diminue avec la diminution de la pression de la phase 
organique et la concentration en phospholipides et avec l’augmentation du rapport volumique 
eau/éthanol (Jaafar-Maalej et al., 2011; Laouini et al., 2011). 
 
L’efficacité d’encapsulation de différentes molécules obtenue par ce procédé est élevée, par 
exemple 93 % pour la spironolactone (Laouini et al., 2011), 63 % pour l’indométacine (Jaafar-
Maalej et al., 2011), 98 % pour la béclométhasone dipropionate (Jaafar-Maalej et al., 2011) et 
99,87 % pour la vitamine E (Laouini et al., 2013b). Ces valeurs élevées sont probablement 
attribuées au caractère lipophile élevé de ces principes actifs (Laouini et al., 2013b et 2011; 
Jaafar-Maalej et al., 2011). 
 
Les liposomes témoins sont stables et conservent la taille, l’indice de polydispersité et le 
potentiel zêta après 1 mois (Jaafar-Maalej et al., 2011) ou 3 mois (Laouini et al., 2011; Laouini et 
al., 2013 b) de stockage à 5 °C. De plus, les liposomes encapsulant la spironolactone et la 
vitamine E maintiennent leur efficacité d’encapsulation après 2 mois de stockage à 5 °C (Laouini 
et al., 2013 b et 2011). 
 
Ce procédé permet l’obtention de volumes intermédiaires de liposomes tels que 600 mL 
(Charcosset et al., 2015; Laouini et al., 2013 b) ou 750 mL (Jaafar-Maalej et al., 2011; Laouini et 
al., 2011). 
 
1.5.3. Pilote 
En se basant sur le principe de l’injection d’éthanol et du contacteur à membrane, un pilote a été 
mis au point. Ce procédé a permis l’obtention de 3 L de liposomes, et des plus grands volumes 
jusqu'à 10 L peuvent être obtenus (Charcosset et al., 2015).  
Le pilote est adapté pour les deux méthodes d'injection: tube ou membrane (Charcosset et al., 
2015). La Figure 12 représente la préparation des liposomes par pilote équipé d’un tube (Figure 
12a) ou d’une membrane (Figure 12b) pour l’injection de la phase organique dans la phase 
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aqueuse. Le procédé implique l’utilisation de deux réacteurs à double enveloppe (A et B) de 
capacité 10 L équipés d’agitateur à hélice à 4 pales. Ils peuvent être chauffés jusqu’à 100 °C à 
l'aide d'un bain de circulation. Le second réacteur B est connecté à un régulateur de vide afin 
d’éliminer l'éthanol par évaporation sous pression réduite à la fin de la préparation. C’est un 
procédé continu et simple qui permet l’évaporation de l’éthanol directement sur le pilote. Le 
pilote peut être utilisé dans des conditions stériles.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 12: Préparation des liposomes par pilote équipé d’un tube (a) ou d’une membrane (b) 
pour injection de la phase organique dans la phase aqueuse (Charcosset et al., 2015). 
 
Pour la préparation à l'aide d’un pilote équipé d’un tube d’injection (Figure 12a), le premier 
réacteur A contient la phase organique et le second B contient la phase aqueuse sous agitation. 
La phase organique est injectée dans la phase aqueuse au moyen d’une pompe. Pour l'injection, 
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un tube de diamètre interne de 5 mm est plongé dans la phase aqueuse. A la fin de la préparation, 
les suspensions liposomiales sont maintenues dans le réacteur B sous agitation pendant 15 min 
(Charcosset et al., 2015).  
 
Pour la préparation à l’aide d’un pilote équipé d’une membrane SPG pour l’injection (Figure 
12b), un récipient supplémentaire C contient la phase organique et le premier réacteur A contient 
la phase aqueuse. La phase organique est poussée à travers la membrane au moyen d’une pompe 
péristaltique. La phase aqueuse circule à l’intérieur de la membrane grâce à une seconde pompe 
péristaltique. Les débits des deux phases sont réglés de manière à ce qu’elles passent en un temps 
identique. A la fin de la préparation, les suspensions liposomiales sont recueillies à la sortie de la 
membrane dans le deuxième réacteur à double enveloppe B et soumises à agitation pendant 15 
min (Charcosset et al., 2015).  
 
Dans les 2 cas, Charcosset et al. (2015) ont préparé 3 L de liposomes. Après agitation, la 
suspension liposomiale est divisée en deux lots identiques de 1.5 L. L’éthanol est éliminé par 
évaporation sous pression réduite soit directement sur le pilote ou bien à l’aide d’un évaporateur 
rotatif. Des résultats similaires en terme de taille, de pdI et de morphologie ont été obtenus pour 
les liposomes témoins quelque soit la méthode de préparation (contacteur à membrane, pilote 
équipé d’un tube ou d’une membrane) et d’évaporation d’éthanol (sur le pilote ou par 
évaporateur rotatif). Ces résultats indiquent l’efficacité de ces procédés de préparation. La 
membrane est régénérée en circulant de l’eau et de l’éthanol à la fin de l’expérience (Charcosset 
et al., 2015). 
 
En effet, Charcosset et al. (2015) ont comparé les caractéristiques des liposomes obtenus par le 
contacteur à membrane, le pilote équipé d’un tube et d’une membrane. Ils ont démontré que tous 
ces procédés permettent la production des liposomes multilamellaires, quasi-sphériques, de petite 
taille de l’ordre de 120 nm, avec une distribution de taille étroite où l’indice de polydispersité est 
inférieur à 0,18, une bonne reproductibilité et stabilité pour 1 mois de stockage à 5 °C. Par 
ailleurs, ils ont montré que le pilote équipé d’une membrane pour l'injection améliore le micro-
mélange de la phase organique dans la phase aqueuse, et permet d'optimiser le temps de la 
préparation et de contrôler précisément la taille des liposomes (Charcosset et al., 2015). 
 
 
Dans nos travaux expérimentaux décrits dans la suite du manuscrit, nous avons utilisé la 
méthode d’injection d’éthanol pour la préparation des liposomes à petite échelle et la méthode de 
contacteur à membrane et de pilote avec une membrane pour l’injection de la phase organique 
dans la phase aqueuse pour la production à grande échelle. 
 
1.6. Stabilité des liposomes 
Une suspension liposomiale peut être sujette à des problèmes d’instabilité physique et chimique. 
La stabilité physique est reliée à la conservation de la taille des liposomes. La stabilité chimique 
est en relation avec la conservation de la structure et de la composition moléculaire des 
constituants (Chen et al., 2010). Les principaux problèmes d’instabilité des liposomes et leurs 
solutions sont abordés ci-dessous.  
 
1.6.1. Agrégation des liposomes 
Dans une suspension liposomiale, des phénomènes de fusion ou coalescence peuvent se produire 
aboutissant à des agrégats. Ainsi, l’incorporation dans la bicouche lipidique de lipides chargés 
négativement ou positivement réduit le phénomène d’agrégation grâce à l’augmentation des 
forces électrostatiques répulsives entre les liposomes (Weinstein et al., 1984; Piel et al., 2006). 
De plus, l’inclusion du cholestérol au sein des liposomes leur confère une meilleure stabilité 
(Tseng et al., 2007; Kyrikou et al., 2005). Le greffage des polymères comme le polyéthylène 
glycol (PEG) à la surface des liposomes les stabilise. En effet, la PEGylation empêche les 
contacts inter-particulaires par répulsion stérique et l’adsorption des molécules de reconnaissance 
des systèmes immunitaires (les opsonines) ce qui augmente le temps de séjour de ces liposomes 
dans le système vasculaire (Kontogiannopoulos et al., 2014). 
 
1.6.2. Dégradation chimique des liposomes 
Les phospholipides peuvent subir deux types de dégradation chimique: l’hydrolyse de leurs 
fonctions esters et la peroxydation des chaînes d’acides gras insaturés (Mosca et al., 2011; Liu et 
al., 2012). Ceci altère l’intégrité de la bicouche phospholipidique et peut entraîner la libération 
des principes actifs encapsulés.  
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1.6.2.1. Réaction de peroxydation 
Principalement les phospholipides insaturés et polyinsaturés sont les plus susceptibles à subir 
l’oxydation (Mosca et al., 2011). La peroxydation lipidique est une réaction catalytique qui se 
définit par un enchaînement de réactions radicalaires aboutissant au clivage de la chaîne 
hydrocarbonée et la formation des peroxydes. Elle se déclenche en présence de l’oxygène, de la 
lumière, de la chaleur et des métaux. Les liposomes avec des chaînes lipidiques saturés sont plus 
résistants à la peroxydation (Justo et al., 2010). La peroxydation des phospholipides peut être 
limitée en stockant les liposomes à faible température (4 °C), à l’abri de l’air et de la lumière, en 
empêchant le contact direct avec les métaux lourds et en ajoutant des antioxydants tel que le 
butylhydroxytoluène (Metherel et al., 2013).  
 
1.6.2.2. Réaction d’hydrolyse 
Les liaisons esters présentes dans un phospholipide peuvent subir une hydrolyse dans les 
dispersions aqueuses, donnant lieu à un et/ou deux acides gras libres et un lysophospholipide. Ce 
dernier peut par la suite s’hydrolyser au niveau de la liaison phosphate ester pour donner l’acide 
glycérophosphorique. La température et le pH influencent la cinétique de la réaction d’hydrolyse. 
Un pH neutre de 6,5 et une faible température (4 °C) permettent de limiter la dégradation des 
phospholipides par hydrolyse (Grit et al., 1993). Par contre, l’hydrolyse augmente à des pH acide 
et basique (Grit et al., 1993; Liu et al., 2012). 
In vivo, les phospholipides sont dégradés par des phospholipases, particulièrement la 
phospholipase A2. Cette dernière hydrolyse la liaison ester en C2 du glycérol et libère un acide 
gras libre et un 1-acyl-lysophospholipide (D’arrigo et al., 2010 ; Nishizuka et al., 1992; Liu et al., 
2012).  
 
1.6.3. Lyophilisation des liposomes 
La lyophilisation des liposomes a été proposée afin de résoudre les problèmes d’instabilité 
chimique et physique qu’ils confrontent dans un milieu aqueux et de les conserver à long-terme 
(Chen et al., 2010). Trois étapes principales se déroulent lors de la lyophilisation (Abdelwahed et 
al., 2006): 
• La congélation: elle permet de transformer l’eau libre en cristaux de glace. Cette étape 
permet de séparer une glace souvent très pure d’une phase résiduelle appelée matrice qui 
 
contient la matière à lyophiliser et aboutit à une structure rigide. Un faible pourcentage 
d’eau qui reste à l’état liquide et non congelé est appelé eau adsorbée.  
• Le séchage primaire ou « dessiccation primaire »: il permet d’éliminer l’eau par 
sublimation progressive de la glace. Le produit est soumis à un vide poussé : la glace se 
sublime passant directement de l’état solide à l’état gazeux sans passer par l’état liquide 
grâce au vide créé. 
• Le séchage secondaire ou « dessiccation secondaire »  ou « désorption »: il permet 
d’éliminer l’eau non congelée qui est retenue sur le produit par adsorption. Cette étape 
permet d’atteindre la valeur d’humidité résiduelle qui conditionne la stabilité. 
 
Cependant, la lyophilisation des suspensions liposomiales peut engendrer de nombreux 
problèmes : Après congélation, des cristaux de glace se forment et sont capables d’altérer les 
bicouches lipidiques; après l’étape de déshydratation, des phénomènes d’agrégation/fusion des 
vésicules sont observés; et une perte du principe actif encapsulé (Chen et al., 2010; Darwis et al., 
2002). Pour préserver alors les caractéristiques des liposomes après la phase de 
déshydratation/réhydratation, l’utilisation en quantités adéquates d’un agent cryoprotecteur 
comme les carbohydrates (saccharose, glucose, lactose, tréhalose, mannitol, dextrose et 
cyclodextrines) ou des polyalcools comme le glycérol, s’avère nécessaire (Stark et al., 2010; 
Yoshida et al., 2010; Chen et al., 2010).  
 
Deux mécanismes de lyoprotection des sucres ont été proposés : remplacement de l’eau et 
vitrification. La figure 13 illustre le mécanisme de remplacement de l’eau lors de la 
lyophilisation et la réhydratation en absence et présence de lyoprotecteurs.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 13: Mécanisme de remplacement de l'eau lors de la lyophilisation et la réhydratation 
(Chen et al., 2010). 
 
Les bicouches lipidiques des liposomes sont dans un état libre en présence d’excès d'eau (Figure 
13A), et passent, lors de la congélation, en un état condensé (B). Après séchage, les bicouches 
lipidiques deviennent compactes mais avec des possibilités de défauts d'emballage en raison de 
l'absence de lyoprotecteur (C). Enfin, l’eau se fuit lors de la réhydratation (D). En revanche, en 
présence de lyoprotecteur (sucre), les molécules d'eau sont progressivement remplacées par des 
molécules de lyoprotecteur. Les sucres interagissent avec les phospholipides via des liaisons 
hydrogènes entre les groupements hydroxyles des sucres et les groupements phosphates des 
phospholipides. Ces interactions maintiennent un espace entre les groupements de tête polaire 
des phospholipides et réduisent les interactions de Van der Waals entre les chaînes d’acides gras 
des phospholipides, réduisant ainsi la Tm (E). Enfin, les poudres lyophilisées peuvent être 
reconstituées par réhydratation (F) (Crowe et al., 1996; Chen et al., 2010).  
 
Par ailleurs, les sucres forment durant la congélation une matrice amorphe emprisonnant les 
vésicules lors de la déshydratation. Cette matrice caractérisée par une viscosité élevée et une 
faible mobilité empêche ainsi la fusion des vésicules et la formation de cristaux qui aboutit à la 
libération de la molécule encapsulée (Wolkers et al., 2004; Chen et al., 2010).  
 
Une augmentation de la taille des liposomes et une diminution significative de l’efficacité 
d’encapsulation du 5-fluorouracil, un agent antinéoplasique hydrophile, sont observées après 
lyophilisation des liposomes multilamellaires encapsulant le 5-fluorouracil en absence du 
saccharose. Par contre, la lyophilisation en présence du saccharose n’a pas affecté la taille des 
liposomes avec une rétention du 5-fluorouracil supérieure à 80 % (Glavas-Dodov et al., 2005).  
La lyophilisation des liposomes multilamellaires encapsulant l’huile essentielle Eugenia uniflora 
L. en présence de saccharose et tréhalose a montré que le tréhalose était le cryoprotecteur le plus 
efficace pour la protection des liposomes, ainsi que pour la restauration des conditions d’origine 
des liposomes après réhydratation (Yoshida et al., 2010). De plus, Van den Hoven et al., 2012 
ont étudié l’effet de trois cryoprotecteurs (saccharose, tréhalose et hydroxypropyl-β-
cyclodextrine (HP-β-CD) sur la lyophilisation des liposomes PEGylés et encapsulant le 
prednisolone disodium phosphate. Il a été mis en évidence que l’HP-β-CD est le meilleur 
cryoprotecteur protégeant les liposomes contre l’agrégation et la dégradation, puisqu’il possède 
la température de transition de verre (Tg) la plus élevée. La Tg est importante durant le séchage et 
stockage des formulations. Une température supérieure à la Tg peut entraîner l’effondrement des 
poudres (Van den Hoven et al., 2012). Les liposomes reconstitués contenant l’HP-β-CD n’ont 
pas montré de changement ni dans la taille, ni dans l’indice de polydispersité et présentent une 
efficacité d’encapsulation de prednisolone disodium phosphate supérieure à 90 %. En revanche, 
une diminution de l’efficacité d’encapsulation jusqu'à 50 % est obtenue avec les liposomes 
reconstitués contenant le saccharose et le tréhalose (Van den Hoven et al., 2012). En comparant à 
d’autres cryoprotecteurs comme le glucose et le tréhalose, Chaudhury et al., 2012 ont montré que 
le saccharose ajouté avec un rapport molaire sucre:lipide 5:1 aux liposomes PEGylés ne 
contenant pas de cholestérol les protège plus efficacement contre la lyophilisation en maintenant 
intacte les membranes des liposomes et en présentant une augmentation de la taille et de l’indice 
de polydispersité plus faible après reconstitution. Ces liposomes PEGylés contenant le 
saccharose ont montré une bonne stabilité après 1 an à -20 °C sous forme d’une poudre, et après 
2 mois de stockage à 2-8 °C après réhydratation (Chaudhury et al., 2012). 
Ghanbarzadeh et al., (2013) ont étudié l’effet de la lyophilisation en présence et en absence de 
dextrose, utilisé comme cryoprotecteur, sur la stabilité physicochimique des liposomes 
multilamellaires contenant le sirolimus, un antibiotique hydrophobe, après 6 mois de stockage à 
4 °C et à 25 °C. Les liposomes lyophilisés en présence du dextrose conservent la même taille 
 
après 6 mois. Par contre, une augmentation significative de la taille est obtenue après 6 mois 
pour les liposomes en suspension et ceux lyophilisés en absence de dextrose. Une légère 
diminution de l’efficacité d’encapsulation du sirolimus est observée après stockage pour les 
liposomes lyophilisés avec ou sans dextrose par rapport aux suspensions liposomiales. Par 
ailleurs, elle reste la plus élevée en présence du dextrose (Ghanbarzadeh et al., 2013). 
 
1.7. Liposomes commercialisés 
De nombreuses formulations à base de liposomes sont actuellement commercialisées et d’autres 
sont en phase clinique. Certains liposomes se trouvent sur le marché sous forme PEGylés tels 
que Doxil/ Caelyx et LipoDox, sous forme de poudre lyophilisée comme par exemple 
AmBisome, ou de suspension comme Myocet (Allen et al., 2013). Le Tableau 3 résume les 
différents liposomes commercialisés. 
 

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Chapitre 2 : Les cyclodextrines 
 
2.1. Introduction 
Les cyclodextrines (CDs) ont été découvertes par Villiers en 1891. Ce sont des oligosaccharides 
cycliques issus de la dégradation enzymatique de l’amidon. Les trois CDs natives les plus 
courantes se composent de 6, 7 ou 8 unités α-D-glucopyranose en configuration chaise reliées 
par des liaisons glycosidiques de type α-1,4. Elles sont dénommées respectivement α-, β- ou γ-
CD. Leur structure en trois dimensions apparaît sous la forme d’un cône tronqué à l’extérieur 
duquel se trouvent les groupements hydroxyles (Figure 14) (Arun et al., 2008; Zafar et al., 2014). 
La partie extérieure est donc relativement hydrophile. Les groupements hydroxyles secondaires 
portés par les carbones C2 et C3 se situent sur le côté le plus large du cône appelé face 
secondaire tandis que les hydroxyles primaires en C6 se trouvent du côté le plus étroit (face 
primaire) (Figure 14). L’intérieur de la cavité est tapissé par des squelettes carbonées et oxygène 
en liaison éther, ce qui lui confère un caractère apolaire (Yang et al., 2010; Zafar et al., 2014). 
C’est grâce à ce caractère amphiphile que les CDs sont capables d’interagir avec une large 
variété de molécules pour former des complexes d’inclusion de type hôte-invité  ou « host-
guest ».  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 14: Structure des cyclodextrines natives (Zafar et al., 2014). 
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2.2. Caractéristiques physico-chimiques des cyclodextrines 
Les CDs natives sont des composés cristallins, homogènes et non-hygroscopiques (Zafar et al., 
2014). Leurs principales caractéristiques sont rassemblées dans le tableau 4. Le diamètre de la 
cavité et la masse moléculaire varient avec le nombre d’unités de glucose. Par contre, la hauteur 
est la même pour les trois CDs. Le diamètre externe et le volume de la cavité augmentent en 
allant de l’α-CD à la γ-CD.  
Parmi les trois CDs natives, la β-CD est la plus intéressante du point de vue complexation (Blach 
et al., 2008). Mais, la β-CD possède la plus faible solubilité aqueuse (Tableau 4). Ceci peut 
s’expliquer par les liaisons hydrogènes intramoléculaires qui s’établissent entre les fonctions 
hydroxyles secondaires. Au sein de la β-CD, une ceinture complète de ces liaisons est formée, ce 
qui lui confère une structure relativement rigide et une plus faible solubilité dans l’eau (Arun et 
al., 2008; Zafar et al., 2014). 
 
Tableau 4: Propriétés physico-chimiques des CDs natives (Szjetli, 1998; Challa et al., 2005 ; 
Loftsson et Brewster, 2011). 
Propriétés α-CD β-CD γ-CD 
Nombre d’unité de glucose 6 7 8 
Formule moléculaire (C6H10O5)6 (C6H10O5)7 (C6H10O5)8 
Carbones asymétriques 30 35 40 
Masse moléculaire (g/mol) 972 1135 1297 
Diamètre de la cavité (A°) 5,7 7,8 9,5 
Diamètre de la périphérie (A°) 14,6-15 15,4-15,8 17,5-17,9 
Volume de la cavité (A°) 173 262 427 
Hauteur du cône (A°) 7,8 7,8 7,8 
Molécules d’eau retenues dans la cavité 6-8 11-12 13-17 
Température de fusion (°C) 275 280 275 
pKa à 25°C 12,3 12,2 12,1 
LogP à 25°C -13 -14 -17 
Solubilité dans l’eau à 25 °C (mg/ml) 145 18,5 232 
 
Les CDs présentent les avantages suivants (Szjetli, 1998; Nuchuchua et al., 2009): 
• Biocompatibilité, biodégradabilité et non-toxicité (le glucose est le produit majeur de la 
dégradation); 
• Non volatilité et non inflammabilité; 
• Faible activité pharmacologique; 
• Absence d’absorption dans la gamme d’UV utilisée pour la détection des solutés; 

• Stabilité dans une large gamme de pH; 
• Augmentation de la stabilité chimique, physique et thermique de la molécule encapsulée; 
• Augmentation de la solubilité aqueuse des molécules hydrophobes encapsulées; 
• Vitesse de libération contrôlée des molécules encapsulées; 
• Amélioration des activités biologiques de la molécule encapsulée. 
 
2.3. Dérivés des cyclodextrines  
De nombreux dérivés de CDs ont été synthétisés pour différents objectifs (Szente et al., 1999) : 
1) améliorer la capacité de complexation des CDs ; 2) augmenter leur solubilité aqueuse ; 3) 
augmenter leur affinité pour une molécule donnée ; 4) introduire des groupements spécifiques 
facilitant la complexation ; 5) synthétiser des polymères ; 6) diminuer les dégâts provoqués au 
niveau des membranes cellulaires.  
Les groupements hydroxyles des CDs natives et surtout la β-CD peuvent être modifiés par voie 
chimique ou enzymatique (Szente, 1999). Les dérivés de cyclodextrines fréquemment rencontrés 
dans le domaine pharmaceutique sont de type méthyle, hydroxypropyle (HP) et sulfobutyléther 
(SBE) (Mosher et al., 2000). La Figure 15 représente les structures chimiques des dérivés de la 
β-CD. 
 
 
Figure 15 : Structures chimiques des dérivés de la β-CD. 
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Les dérivés de CD sont caractérisés par le degré de substitution molaire moyen (MS) qui est le 
nombre moyen de substitution par unité d’α-D-glucopyranose (le MS varie de 0 à 3) (Szente et 
al., 1999). Le tableau 5 résume les caractéristiques des dérivés de cyclodextrines. 
 
Tableau 5: Caractéristiques des dérivés de cyclodextrines (Mosher et al., 2000 ; Loftsson et 
Duchene, 2007). 
Cyclodextrine MS Masse moléculaire 
(g/mol) 
Solubilité aqueuse à 25 °C 
(mg/ml) 
Dimeb 2 1331 570 
Trimeb 3 1429 310 
Rameb 1,8 1312 >500 
Crysmeb 0,57 1191 220 
HP-β-CD 0,65 1390 >600 
SBE-β-CD 0,9 2163 >500 
 
Dans le cadre de notre thèse, nous avons utilisé le dérivé hydroxypropylé de la β-CD pour former 
les complexes d’inclusion avec l’eugénol et l’huile essentielle de clou de girofle.   
 
2.3.1. Hydroxypropyl-β-cyclodextrine (HP-β-CD) 
L’HP-β-CD est obtenu en traitant la β-CD par l’oxyde de propylène dans un milieu alcalin 
(Nasongkla et al., 2003). L’HP-β-CD possède une taille de cavité identique à celle de son 
homologue de β-CD mais une meilleure solubilité aqueuse (Tableaux 4 et 5) à cause de son fort 
caractère hydrophile. L’HP-β-CD présente un large intérêt dans le domaine pharmaceutique en 
raison de sa solubilité aqueuse élevée et sa faible toxicité (Challa et al., 2005).  
 
2.4. Méthodes de préparation des complexes d’inclusion 
Plusieurs méthodes de préparation sont utilisées pour former des complexes d’inclusion comme: 
co-précipitation, co-mélange, pétrissage, extrusion, neutralisation, co-évaporation, lyophilisation, 
atomisation ou pulvérisation, inclusion à sec, inclusion en suspension, inclusion en méthode 
humide, inclusion par micro-ondes, inclusion au CO2 supercritique (Nasir et al., 2012).  
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Dans le cadre de ce travail, nous avons préparé les complexes d’inclusion d’HP-β-CD/huile 
essentielle de clou de girofle et d’HP-β-CD/eugénol dans la phase aqueuse. 
 
2.4.1. Préparation du complexe d’inclusion dans la phase aqueuse 
Les CDs sont dissoutes dans une phase aqueuse dans laquelle la molécule invitée est ajoutée. Les 
complexes d'inclusion solubles dans l'eau sont formés après agitation du mélange pendant un 
temps déterminé à une température spécifique et filtrés (Yang et al., 2005; Astray et al., 2010; 
Bethanis et al., 2013).  
 
2.5. Interactions des cyclodextrines avec les membranes 
Les interactions de différentes cyclodextrines avec les composants vitaux (phospholipides et 
cholestérol) des membranes biologiques permettent de mieux comprendre les conséquences de 
ces interactions au niveau cellulaire. Des monocouches de lipides à l’interface air-eau et des 
liposomes sont souvent utilisés comme modèles membranaires pour étudier l’effet des CDs sur 
les membranes. Les différentes études des interactions des CDs avec les membranes artificielles 
et cellulaires sont détaillées ci-dessous.  
 
2.5.1. Membrane artificielle 
2.5.1.1. Monocouches lipidiques 
Des monocouches à l’interface air/eau constituées de lipides purs ou en mélange ont été utilisées 
pour étudier leur interaction avec des cyclodextrines natives en solution dans la phase aqueuse 
(Asgharian et al., 1988; Ohvo et al., 1996; Bernat et al., 2007; Grauby-Heywang et al., 2008). 
La β-CD n’a pas montré une interaction significative avec la DPPC, la di-w-cyclohexyl-DPPC 
(Asgharian et al., 1988) et la DMPC (Grauby-Heywang et al., 2008). En revanche, la β-CD est 
démontrée capable d’extraire la palmitoyloleylphosphatidylcholine et la sphingomyéline des 
monocouches (Grauby-Heywang et al., 2008).  
La β-CD extrait plus spécifiquement le cholestérol des monocouches vers la phase aqueuse 
(Asgharian et al., 1988 ; Ohvo et al., 1996). En effet, la β-CD induit une extraction du cholestérol 
à partir des monocouches mixtes constituées de proportions équimolaires de cholestérol et de 
didecanoyl phosphatidylcholine (di-10-PC). De plus, la « désorption » du cholestérol induite par 
la β-CD est beaucoup plus lente à partir des monocouches constituées de N-palmitoyl 
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sphingomyéline qu’à partir des monocouches formées de DPPC (Ohvo et al., 1996).  
Au contraire de la β-CD, la cavité de l’α-CD semble être trop petite pour inclure et extraire le 
cholestérol (Ohvo et al., 1996). L’α-CD peut néanmoins interagir avec des assemblages 
phospholipidiques particuliers puisqu’un appauvrissement en phospholipides d’une monocouche 
de DMPC a été démontré en présence d’α-CD et augmente avec une concentration croissante en 
α-CD (Bernat et al., 2007). Cependant, l’α-CD n’a pas perturbé l’assemblage de l’EPC (Bernat et 
al., 2007). L’extraction préférentielle des phospholipides par l’α-CD est due à l’inclusion des 
chaînes hydrocarbonées des acides gras qui ont une taille complémentaire à la cavité de l’α-CD 
(Irie et Uekema, 1997). 
Les interactions dépendent donc non seulement du type de cyclodextrine utilisé mais également 
de la composition des monocouches (Bernat et al., 2007; Grauby-Heywang et al., 2008). 
 
2.5.1.2. Liposomes 
Les liposomes ont été également utilisés comme modèle membranaire pour des études des 
interactions avec les cyclodextrines et ses dérivés. 
Les propriétés électrostatiques de la tête polaire des phospholipides, sa charge et son moment 
dipolaire régissent l’action de l’α-CD (Debouzy et al., 1998). L’affinité de l’α-CD varie d’un 
phospholipide à un autre. L’α-CD interagit fortement avec les phosphatidylinositols, 
moyennement avec les phosphatidylsérines, phosphatidyléthanolamines et sphingomyélines, et 
faiblement avec les phosphatidylcholines (Debouzy et al., 1998). En fait, les hydroxyles 
primaires de l’α-CD sont considérés comme un dipôle et sont attirés par la charge négative de 
l’inositol. Le phosphatidylinositol est arraché de la membrane et sa chaîne d’acides gras est 
incluse dans la cavité de l’α-CD (Fauvelle et al., 1997).  
 
Nishijo et al., 2000 ont étudié l’interaction des CDs et leurs dérivés avec des liposomes 
constitués de phospholipides qui diffèrent par la longueur de leurs chaînes d’acides gras. Cette 
étude consiste à suivre la libération de carboxyfluorescéine incorporée dans les liposomes, 
induite par les CDs. Les CDs sont classés comme suit : α-CD>Dimeb>Trimeb à partir des 
DMPC-liposomes ; Dimeb>α-CD>Trimeb à partir des DPPC-liposomes et Dimeb>Trimeb>α-
CD à partir des DSPC-liposomes. Par contre, la β-CD, l’HP-β-CD et la γ-CD n’entraînent pas la 
libération de carboxyfluorescéine de ces trois types de liposomes (Nishijo et al., 2000).  
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L'influence de différents paramètres, tels que le type de liposomes (DRV, MLV, SUV) et la 
composition lipidique (EPC, H-EPC, DSPC) avec ou sans cholestérol dans un rapport molaire 
1:1 a également été étudiée en présence des solutions de méthyl-β-CD, HP-β-CD et HP-γ-CD. La 
diminution de l’intégrité membranaire évaluée en encapsulant la calcéine a été confirmée par des 
mesures de turbidité et de taille des particules (Hatzi et al., 2007). En effet, les DRV liposomes 
composés d’un des trois types de phospholipides sont affectés de la même manière quel que soit 
le dérivé de CD utilisé et l’introduction du cholestérol dans les membranes les rendent plus 
sensibles au dérivé méthylé. Pour les deux autres types de vésicules (MLV et SUV), l’effet 
déstabilisant de la membrane par la méthyl-β-CD est toujours supérieur à celui des CDs 
hydroxypropylées étudiées qui n’ont pas montré un effet significatif sur l’intégrité membranaire 
(Hatzi et al., 2007). Les résultats ont montré que la rigidité de la membrane et sa courbure 
influent fortement sur l'interaction de CD-lipide. En effet, les auteurs ont expliqué 
l’augmentation de la stabilité de vésicules SUV par la courbure de la membrane lipidique qui ne 
permet pas d’établir un angle de contact avec les dérivés hydroxypropylés suffisant pour 
interagir avec les bicouches et extraire leurs lipides constitutifs (Hatzi et al., 2007).  
De plus, la réduction de la taille et la turbidité des vésicules en présence des CDs montre que la 
méthyl-β-CD est la seule capable d’induire la perturbation et la solubilisation des liposomes en 
micelles. L’effet des CDs sur l’intégrité membranaire des liposomes est donc dépendant du type 
de vésicules (la libération de la calcéine à partir des vésicules est plus rapide dans l’ordre suivant 
MLV>DRV>SUV), des lipides constitutifs du fait que les liposomes constitués des 
phospholipides saturés sont toujours plus stables que ceux formés à partir des phospholipides 
insaturés et du type de la cyclodextrine utilisée (Hatzi et al., 2007).  
 
Dans le cas des vésicules de type MLV constituées de DPPC, la présence de la β-CD et de l’HP-
β-CD n’entraîne pas de modifications des paramètres thermodynamiques de la membrane 
déterminés par DSC. Cependant, une réduction des valeurs d’enthalpies ΔH en fonction de la 
quantité de la Dimeb a été observée, probablement due à sa capacité à complexer la DPPC et de 
l’extraire. A une concentration de la Trimeb relativement élevée (> 0,12 molaire), une interaction 
possible est également mise en évidence (Puglisi et al., 1996).  
Concernant les liposomes composés de DPPC en association avec du cholestérol (10 mol %), la 
Dimeb, la Trimeb et la β-CD ont démontré une capacité à extraire le cholestérol alors que les 
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paramètres thermodynamiques ne sont pas modifiés en présence d’HP-β-CD (Puglisi et al., 
1996). Etant incapable d’extraire le cholestérol et/ou les phospholipides des membranes, l’HP-β-
CD est prouvée être la plus appropriée pour une administration des principes actifs in vivo 
(Puglisi et al., 1996). 
 
L’interaction d’α-CD, β-CD, γ-CD et Dimeb avec les liposomes de type SUV constitués de 
DPPC a été étudiée en termes de stabilité physique. L’affinité des CDs pour les liposomes est 
caractérisée par des « isothermes de liaison ». La quantité de cyclodextrine liée par une mole de 
DPPC augmente dans le sens suivant : γ-CD<β-CD, Dimeb<α-CD. Les résultats obtenus sont en 
corrélation avec la diminution de la stabilité physique des liposomes déterminée par une 
augmentation de leur taille et la formation des agrégats (γ-CD<β-CD<α-CD) (Puskas et al., 
2006). 
 
Huang et al., (2013) ont étudié l’interaction de la méthyl-β-CD, l’HP-β-CD et l’HP-α-CD avec 
des liposomes de type MLV de composition lipidique différente où la méthyl-β-CD est trouvée 
seulement capable de dissoudre les liposomes. La concentration de la méthyl-β-CD nécessaire 
pour interagir avec les phospholipides et induire la solubilisation dépend du type de 
phospholipide utilisé, augmente avec la longueur des chaînes d’acides gras ainsi qu’en présence 
d’acides gras saturés. De plus, une augmentation de la courbure de la membrane lipidique dans le 
cas des liposomes de petites tailles empêche la solubilisation (Huang et al., 2013). 
 
L’extraction du cholestérol à partir des LUV composés de cholestérol, sphingomyéline et/ou 
DOPC en différentes proportions est étudiée en présence de la méthyl-β-CD (Beseničar et al., 
2008). Le diamètre des liposomes contenant un mélange DOPC:cholestérol avec un rapport de 
6:4 est réduit en présence de la méthyl-β-CD dû à l’extraction du cholestérol, ce qui n’est pas le 
cas pour les vésicules en absence du cholestérol. Par ailleurs, la quantité de cholestérol extraite 
en présence de la méthyl-β-CD varie selon la composition des liposomes où la présence de 
sphingomyéline réduit fortement l’extraction du cholestérol. La température influence également 
la cinétique d’extraction qui est plus rapide à 37 °C qu’à 25 °C pour des mélanges 
DOPC:sphingomyéline:cholestérol 3:3:4 (Beseničar et al., 2008). Des études calorimétriques ont 
été utilisées non seulement pour étudier l’appauvrissement en cholestérol des liposomes par 
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complexation avec la méthyl-β-CD, mais aussi pour l’insertion du cholestérol dans les 
membranes sous forme des complexes cyclodextrine/cholestérol (Tsamaloukas et al., 2005). 
 
La libération de l’inuline, une substance hydrophile, encapsulée dans des liposomes chargés 
positivement ou pégylés et contenant du cholestérol est évaluée en présence de la Rameb 
(Boulmedarat et al., 2005). Les concentrations en lipides et en cyclodextrine, le temps de contact 
et la composition des liposomes influent sur la cinétique de libération de l’inuline à 37 °C. En 
effet, la présence de la Rameb (5 %) provoque une libération importante d’inuline surtout à des 
concentrations lipidiques de l’ordre de 2 mM, alors que l’effet était moins marqué pour des 
concentrations en lipides élevées de 10 mM. Après un contact de 30 min et à une concentration 
en lipides de 2 mM et en Rameb de 5 %, la quantité d’inuline libérée à partir des liposomes 
chargés positivement (SPC:Chol:Stéarylamine 6:3:1 mol%) était de 80 % et 2 fois supérieure à 
celle libérée à partir des liposomes pégylés (SPC:Chol:PEG-DSPE 6,4:3:0,6 mol%). Cependant, 
après un contact d’un jour, les quantités libérées de l’inuline sont équivalentes pour les deux 
types de liposomes (Boulmedarat et al, 2005). 
Des mesures des modifications de la viscosité membranaire par résonance paramagnétique 
électronique (RPE) ont été réalisées pour étudier l’extraction du cholestérol par la Rameb à partir 
des liposomes unilamellaires constitués de DMPC et de cholestérol (DMPC:Chol 7:3 mol%) 
(Grammenos et al., 2009). Les auteurs ont montré une corrélation entre la viscosité et la 
concentration du cholestérol dans la bicouche. L’addition de la Rameb jusqu’à 20 mM n’a pas 
affecté la viscosité après 1 h d’incubation à 37 °C. Des concentrations en Rameb élevées de 
l’ordre de 30, 40 et 50 mM ont provoqué une diminution de la viscosité membranaire, avec un 
taux de cholestérol résiduel au sein de la bicouche de 22, 15 et 10 % respectivement. Cependant, 
en absence de la Rameb, les liposomes contiennent 30 % de cholestérol. Ces résultats ont montré 
la capacité de la Rameb à extraire le cholestérol des liposomes (Grammenos et al., 2009). 
Anderson et al., 2004 ont étudié l’interaction entre la Rameb et les liposomes constitués de 
POPC. Le mécanisme implique la formation d'un complexe d’inclusion initial entre une 
molécule de la Rameb et POPC de la bicouche, suivie par une fixation supplémentaire de trois 
molécules de Rameb. La première étape consiste à extraire une molécule de phospholipide de la 
bicouche vers la phase aqueuse soit avant ou bien simultanément avec la complexation à une 
cyclodextrine; tandis que les trois étapes suivantes ne concernent que la fixation des CDs 
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supplémentaires au complexe naissant (Anderson et al., 2004). 
 
2.5.2. Membrane cellulaire 
2.5.2.1. Modulation du cholestérol membranaire 
Depuis les années 1995, l’équipe de Rothblat s’est intéressée aux modulations des quantités de 
cholestérol cellulaire par l’utilisation des cyclodextrines (Kilsdonk et al., 1995; Yancey et al., 
1996; Christian et al., 1997, 1999; Atger et al., 1997; Rothblat et al., 1999; Haynes et al., 2000).  
La β-CD et la méthyl-β-CD ont été utilisées comme « accepteurs » de cholestérol cellulaire 
(Kilsdonk et al., 1995). Les CDs étudiées induisent une libération dose-dépendante du 
cholestérol dans le milieu avec un effet plus prononcé pour la méthyl-β-CD. Après 8 h 
d’incubation avec la méthyl-β-CD à une concentration de 10 mM, 90 % du cholestérol sont 
libérés à partir des cellules des fibroblastes murins « L-cells ». Ce profil de libération du 
cholestérol a été comparé à celui obtenu à partir des cellules de l'hépatome du rat (Fu5AH) et des 
fibroblastes cutanés humains (GM3468A). Après 10 min d’incubation avec la β-CD et son 
dérivé, les auteurs ont montré que la libération du cholestérol à partir de Fu5AH et GM3468A 
était légèrement supérieure à celle obtenue à partir des cellules murines. Les résultats ont montré 
que la libération des phospholipides par les CDs était très faible et non significative par rapport à 
celle du cholestérol (Kilsdonk et al., 1995). 
L’échange du cholestérol entre les cellules et les lipoprotéines de sérum peut être accéléré par 
des CDs à faible concentration (Atger et al., 1997; Christian et al., 1999). La méthyl-β-CD 
stimule d’une manière dose-dépendante la libération du cholestérol cellulaire avec une EC50 de 
0,05 mM. Elle permet également de doubler le transfert du cholestérol vers le sérum (Christian et 
al., 1999). En agissant comme des « navettes » pour le cholestérol, les CDs pourraient 
potentiellement servir d’agents pharmacologiques pour modifier le métabolisme du cholestérol 
(Christian et al., 1999). 
Par ailleurs, Yancey et al., 1996 ont évalué l’accumulation du cholestérol au niveau cellulaire à 
partir de complexes formés avec l’HP-β-CD. A des rapports molaires CD/Chol élevés, les 
complexes permettant d’enrichir les membranes en cholestérol, servent alors de « donneurs » de 
cholestérol (Yancey et al., 1996). La méthyl-β-CD s’est trouvée être également un « donneur » 
du cholestérol (Christian et al., 1997).  
Il a été démontré que le cholestérol impliqué provient de la membrane plasmique où se trouvait 
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en grande majorité le cholestérol cellulaire (Haynes et al., 2000; Zidovetzki et al., 2007). De 
plus, le taux de cholestérol dans les membranes intracellulaires est régulé par le taux de 
cholestérol de la membrane plasmique et une redistribution vers la membrane plasmique serait 
probable suite à l’action des cyclodextrines (Zidovetzki et al., 2007). 
Par ailleurs, l’extraction du cholestérol par les CDs perturbe l’organisation des microdomaines 
membranaires et interfère avec leur fonctionnalité (Nguyen et al., 2002; Pike et al., 2002). Les β-
CDs sont capables d’appauvrir en cholestérol des fractions des membranes correspondant aux 
radeaux lipidiques « raft fractions » plus qu’à partir des zones correspondantes aux radeaux non 
lipidiques « non-raft fractions » (Zidovetzki et al., 2007). 
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Chapitre 3 : Complexes d’inclusion dans les liposomes 
 
3.1. Introduction 
Les complexes d’inclusion CD/principe actif sont instables dans un milieu aqueux et les 
principes actifs hydrophobes peuvent être rapidement libérés à partir des bicouches lipidiques 
(Maestrelli et al., 2005 ; Greige-Gerges et Sebaaly, 2015). Le concept d’encapsuler les 
complexes d’inclusion cyclodextrine/principe actif dans des liposomes sous un seul système 
mixte connu sous le nom « drug-in-cyclodextrin-in-liposome » ou DCL (Figure 16) a été proposé 
pour la première fois par McCormack et Gregoriadis en 1994. Bien que la littérature soit riche en 
travaux sur l’encapsulation de molécules bioactives dans les liposomes et les CDs, peu de 
travaux sont publiés sur le système d’encapsulation mixte (DCL). 
 
Figure 16: Schéma représentatif du système « drug-in-cyclodextrin-in-liposome » avec les 
complexes d’inclusion CD/principe actif incorporés dans la phase aqueuse des liposomes 
(Greige-Gerges et Sebaaly, 2015). 
 
3.2. Propriétés du système mixte DCL 
Récemment, une revue portant sur les propriétés du système DCL a été publiée par notre équipe 
(Gharib et al., 2015). En effet, les DCLs combinent les avantages des deux systèmes 
d’encapsulation: les CDs qui augmentent la solubilité des principes actifs hydrophobes et les 
liposomes qui peuvent emprisonner les complexes dans la phase aqueuse ce qui réduit la vitesse 
de leur libération et permet donc un meilleur contrôle de la vitesse de libération des principes 
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actifs (Gharib et al., 2015). Les DCLs permettent ainsi l’incorporation des molécules insolubles 
dans la phase aqueuse des vésicules (Nasir et al., 2012).  
 
3.2.1. Effet des CDs sur la taille des liposomes  
Les tailles des DCLs et des liposomes incorporant les principes actifs sont présentées dans le 
Tableau 6. Des MLV et LUV témoins et incorporant le kétoprofène et les complexes d’inclusion 
β-CD/Kétoprofène et HP-β-CD/kétoprofène ont une taille micrométrique (Maestrelli et al., 2005 
et 2006). La taille des liposomes incorporant le kétoprofène est similaire à celle des liposomes 
témoins, mais plus petite que celle des liposomes incorporant les complexes CD/kétoprofène 
(Tableau 6). De même, les MLVs incorporant les complexes HP-β-CD/β-Lapachone ont une 
taille légèrement plus grande que celle obtenue avec les liposomes incorporant la β-Lapachone 
(Cavalcanti et al., 2011). 
D’autres études ont montré des résultats contradictoires concernant l’effet des CDs sur la taille 
des liposomes. Des complexes d’inclusion de la bétaméthasone en présence de différents types 
de CDs (β-CD, Dimeb, Trimeb, Rameb, HP-γ-CD) sont incorporés dans les MLV à des 
concentrations de CD de 10 et 40 mM (Piel et al., 2006). A ces deux concentrations, aucune 
différence significative n'a été obtenue entre la taille des liposomes incorporant la bétaméthasone 
et celle des liposomes incorporant les complexes CD/bétaméthasone (Piel et al., 2006). De 
même, la taille des liposomes LUV témoins ne diffère pas significativement de celle obtenue 
avec les liposomes encapsulant la prédnisolone et les liposomes encapsulant les complexes CD/ 
prédnisolone (Fatouros et al., 2001).  
Les complexes d’inclusion HP-β-CD/nifédipine préparés par lyophilisation et atomisation ont été 
encapsulés dans des liposomes par la méthode d'injection d'éthanol. Les DCLs ont une taille 
environ de 150 nm similaire à celle des liposomes encapsulant la nifédipine (Skalko et al., 1996). 
De même, les MLV encapsulant les complexes HP-γ-CD/curcumine et les liposomes incorporant 
la curcumine ont une taille similaire (Dhule et al., 2012).  
Cette contradiction concernant l'effet des CDs sur la taille des liposomes peut être due à plusieurs 
facteurs qui affectent la taille des liposomes comme : la composition des liposomes (type de 
phospholipide, présence du cholestérol, rapport molaire de phospholipides:cholestérol, 
concentration du complexe CD/principe actif) et la méthode de préparation des liposomes 
(Gharib et al., 2015).  
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3.2.2. Effet des CDs sur la taille des liposomes déformables 
Des liposomes déformables ou transfersomes incorporant des complexes d’inclusion sont 
également préparés en utilisant les mêmes techniques de préparation des liposomes. La présence 
de CDs n’affecte pas la taille des liposomes déformables (Tableau 6). En effet, aucune différence 
significative n’est observée entre la taille des transfersomes encapsulant la trétinoine et celle des 
transfersomes encapsulant les complexes dimeb/trétinoine (Ascenso et al., 2013). De même, les 
liposomes PEGylés encapsulant la doxorubicine et les complexes d’inclusion γ-CD/doxorubicine 
ont une taille similaire (Hagiwara et al., 2006). 
 
3.2.3. Comparaison entre la taille des liposomes déformables et non déformables 
encapsulant les complexes d’inclusion 
Les liposomes déformables contenant le déoxycholate de sodium et encapsulant les complexes 
d’inclusion HP-γ-CD/bétaméthazone ou Crysmeb/bétaméthazone présentent une taille plus petite 
que celle des liposomes correspondants non déformables quelque soit le type de CD utilisé. La 
réduction de la taille des liposomes déformables peut être attribuée à l'augmentation de la 
flexibilité et la réduction de la tension superficielle des vésicules en raison de la présence de 
déoxycholate de sodium (Gillet et al., 2009). 
Des résultats contradictoires ont été obtenus par Jain et al. (2007) où les MLV incorporant les 
complexes d'inclusion β-CD/célécoxib possèdent une taille plus petite que celle des MVV 
déformables incorporant les complexes d'inclusion β-CD/célécoxib. Ces dernières formulations 
contiennent l’huile neutre comme tensioactif (Jain et al., 2007). 
 


T
ab
le
au
 6
: C
ar
ac
té
ris
tiq
ue
s d
es
 D
C
Ls
 e
n 
co
m
pa
ra
is
on
 a
ve
c 
d’
au
tre
s f
or
m
ul
at
io
ns
 li
po
so
m
ia
le
s. 
Pr
in
ci
pe
 a
ct
if 
(P
A
) 
C
D
 
a-
T
yp
e 
b-
M
ét
ho
de
 d
e 
pr
ép
ar
at
io
n 
du
 
co
m
pl
ex
e 
L
ip
os
om
es
 
a-
C
om
po
si
tio
n 
b-
M
ét
ho
de
 d
e 
pr
ép
ar
at
io
n 
c-
St
ru
ct
ur
e 
T
ai
lle
 (n
m
) 
E
E
 
R
éf
ér
en
ce
s 
B
ét
am
ét
ha
so
ne
 
a-
H
P-
γ-C
D
, 
β-C
D
, 
D
im
eb
, 
R
am
eb
, 
Tr
im
eb
, C
ry
sm
eb
 
b-
Pr
ép
ar
at
io
n 
da
ns
 
la
 p
ha
se
 a
qu
eu
se
 
a-
SP
C
:C
ho
l:S
A
 
b-
H
FL
 
c-
M
LV
 
C
D
/P
A
-M
LV
 : 
18
1 
± 
22
 à
 
22
1 
±2
9 
po
ur
 
[C
D
]=
10
 
m
M
 o
u 
de
 1
92
 ±
31
 à
 2
48
 
±2
8 
po
ur
 [C
D
]=
 4
0 
m
M
. 
PA
-M
LV
 : 
20
6 
±6
2 
 
C
D
/P
A
-M
LV
 : 
de
 0
,5
6 
± 
0,
28
 à
 1
,1
8 
± 
0,
16
 %
  
PA
-M
LV
 : 
0,
39
 ±
 0
,1
7 
%
  
Pi
el
 e
t a
l.,
 2
00
6 
B
en
zo
ca
ïn
e 
 
a-
H
P-
β-C
D
 
b-
C
o-
év
ap
or
at
io
n 
a-
PC
:C
ho
l:S
A
 
b-
H
FL
 
c-
M
LV
 
B
en
zo
ca
ïn
e-
D
C
L 2
: 
66
1,
2±
0,
3 
 
B
en
zo
ca
ïn
e-
M
LV
 : 
72
0,
2±
0,
2 
 
B
en
zo
ca
ïn
e-
D
C
L 2
 : 
59
,1
6±
2,
8 
%
 
B
en
zo
ca
ïn
e-
M
LV
 : 
83
,9
±3
,4
 %
  
M
ae
st
re
lli
 
et
 
al
., 
20
10
 
B
ut
am
be
n 
a-
H
P-
β-C
D
 
b-
C
o-
év
ap
or
at
io
n 
a-
PC
:C
ho
l:S
A
 
b-
H
FL
 
c-
M
LV
 
B
ut
am
be
n-
D
C
L 2
 : 
68
0,
8±
0,
2 
 
B
ut
am
be
n-
M
LV
 : 
70
3,
6±
0,
2 
 
B
ut
am
be
n-
D
C
L 2
: 
82
,2
3±
3%
 
B
ut
am
be
n-
M
LV
 : 
94
,4
±3
,6
%
 
M
ae
st
re
lli
 
et
 
al
., 
20
10
 
C
él
éc
ox
ib
 
a-
β-C
D
 
b-
Pé
tri
ss
ag
e 
en
 
ph
as
e 
so
lid
e 
a-
SP
C
:C
ho
l:h
ui
le
 
ne
ut
re
 
b-
R
EV
, H
FL
 
c-
M
V
L,
 M
LV
 
β-C
D
/P
A
-M
LV
 : 
13
20
±1
04
0 
β-C
D
/P
A
-M
V
L 
: 
en
tre
 
65
20
±1
54
0 
et
 1
04
20
 ±
44
0 
β-C
D
/P
A
-M
LV
 : 
27
,6
8 
± 
2,
9%
 
β-C
D
/P
A
-M
V
L:
 6
2,
24
-
88
,2
4%
  
Ja
in
 e
t a
l.,
 2
00
7 
C
ur
cu
m
in
e 
a-
H
P-
γ-C
D
 
b-
Pr
ép
ar
at
io
n 
da
ns
 
la
 p
ha
se
 a
qu
eu
se
 
a-
D
PP
C
:D
M
PG
 
b-
H
FL
 
c-
M
LV
 
H
P-
γ-C
D
/P
A
-M
LV
 : 
98
,2
±3
0,
1 
 
PA
-M
LV
: 1
04
,7
±2
3,
1 
H
P-
γ-C
D
/P
A
-M
LV
 : 
50
%
  
PA
-M
LV
 : 
30
%
 
D
hu
le
 e
t a
l.,
 2
01
2 
D
ox
or
ub
ic
in
e 
a-
γ-C
D
 
b-
 N
on
 si
gn
al
é 
a-
D
SP
E-
PE
G
 
b-
D
és
hy
dr
at
at
io
n-
H
yd
ra
ta
tio
n 
c-
LU
V
 
γ-C
D
/P
A
-P
EG
 
LU
V
 : 
13
5,
3±
 1
,5
 
PA
-P
EG
 L
U
V
 : 
13
7,
2±
1,
2 
 γ-
C
D
/P
A
-P
EG
 
LU
V
 : 
91
,1
±1
,1
 %
 
PA
-P
EG
 
LU
V
 : 
96
,4
±0
,5
%
 
H
ag
iw
ar
a 
et
 
al
., 
20
06
 


Pr
in
ci
pe
 a
ct
if 
(P
A
) 
C
D
 
a-
T
yp
e 
b-
M
ét
ho
de
 
de
 
pr
ép
ar
at
io
n 
du
 
co
m
pl
ex
e 
L
ip
os
om
es
 
a-
C
om
po
si
tio
n 
b-
M
ét
ho
de
 d
e 
pr
ép
ar
at
io
n 
c-
St
ru
ct
ur
e 
T
ai
lle
 (n
m
) 
E
E
 
R
éf
ér
en
ce
s 
In
do
m
ét
ha
ci
ne
 
a-
β-C
D
, H
P-
β-C
D
 
b-
Ly
op
hi
lis
at
io
n 
a-
SP
C
:C
ho
l 
b-
H
FL
 
c-
M
LV
 
N
D
 
PA
-M
LV
: 
1,
6 
± 
0,
09
 
μg
/m
g 
β-C
D
/P
A
-M
LV
 : 
2,
38
± 
0,
16
 μ
g/
m
g 
 
H
P-
β-C
D
/P
A
-M
LV
 : 
2,
48
± 
0,
12
 μ
g/
m
g 
C
he
n 
et
 a
l.,
 2
00
7 
K
ét
op
ro
fè
ne
 
a-
β-C
D
, H
P-
β-C
D
 
b-
C
o-
év
ap
or
at
io
n 
a-
 P
C
:C
ho
l 
b-
 H
FL
 
c-
M
LV
 
M
LV
 té
m
oi
ns
 : 
15
80
±8
0 
PA
-M
LV
 : 
15
20
±5
0 
 
C
D
/P
A
-M
LV
 : 
31
60
±1
00
 
PA
-M
LV
 : 
56
 ±
 3
,2
%
 
H
P-
βC
D
/P
A
-M
LV
 : 
33
,8
±2
 %
 
βC
D
/P
A
-M
LV
 : 
26
,8
 
±1
,6
%
 
M
ae
st
re
lli
 
et
 
al
., 
20
05
 
K
ét
op
ro
fè
ne
 
a-
H
P-
β-C
D
 
b-
C
o-
év
ap
or
at
io
n 
a-
 P
C
:C
ho
l 
b-
 H
FL
, R
EV
 
c-
M
LV
, L
U
V
 
H
P-
β-C
D
/P
A
-M
LV
: 
37
10
±1
00
 
H
P-
β-C
D
/P
A
-L
U
V
: 
18
50
±4
0 
M
LV
 té
m
oi
ns
 : 
15
80
±8
0 
 
LU
V
 té
m
oi
ns
 : 
73
0±
20
 
-E
E 
au
gm
en
te
 
av
ec
 
[H
P-
β-C
D
/P
A
] 
ju
sq
u’
à 
75
,1
 %
 à
 1
0 
m
M
, p
ui
s 
di
m
in
ue
 
à 
de
s 
co
nc
en
tra
tio
ns
 
él
ev
ée
s 
du
 c
om
pl
ex
e 
M
ae
st
re
lli
 
et
 
al
., 
20
06
 
Pr
éd
ni
so
lo
ne
 
a-
β-C
D
, H
P-
β-C
D
 
b-
Pr
ép
ar
at
io
n 
da
ns
 
la
 p
ha
se
 a
qu
eu
se
 
a-
 P
C
:C
ho
l 
b-
D
és
hy
dr
at
at
io
n-
H
yd
ra
ta
tio
n 
c-
LU
V
 
C
D
/P
A
-L
U
V
, P
A
-L
U
V
 e
t 
LU
V
 té
m
oi
ns
 : 
30
0-
35
0 
PA
-L
U
V
 : 
27
,1
± 
0,
52
%
 
H
P-
β-C
D
/P
A
-L
U
V
 : 
79
,1
 ±
1,
5%
  
β-C
D
/P
A
-L
U
V
 : 
32
,5
± 
0,
62
%
 
Fa
to
ur
os
 
et
 
al
., 
20
01
 
β-L
ap
ac
ho
ne
 
a-
H
P-
β-C
D
 
b-
Ly
op
hi
lis
at
io
n 
a-
SP
C
:C
ho
l:S
A
 
b-
H
FL
 
c-
M
LV
 
H
P-
β-C
D
/P
A
-M
LV
 : 
11
2±
1,
49
 
PA
/M
LV
 : 
10
4±
2,
33
 
H
P-
β-C
D
/P
A
-M
LV
 : 
93
,5
±0
,0
4%
 
PA
-M
LV
 : 
97
,0
9±
0,
02
%
 
C
av
al
ca
nt
i 
et
 
al
., 
20
11
 


Pr
in
ci
pe
 a
ct
if 
(P
A
) 
C
D
 
a-
T
yp
e 
b-
M
ét
ho
de
 
de
 
pr
ép
ar
at
io
n 
du
 
co
m
pl
ex
e 
L
ip
os
om
es
 
a-
C
om
po
si
tio
n 
b-
M
ét
ho
de
 d
e 
pr
ép
ar
at
io
n 
c-
St
ru
ct
ur
e 
T
ai
lle
 (n
m
) 
E
E
 
R
éf
ér
en
ce
s 
Pr
ilo
ca
ïn
e 
a-
H
P-
βC
D
 
b-
C
o-
év
ap
or
at
io
n 
a-
PC
:C
ho
l:S
A
 
b-
H
FL
 
c-
M
LV
 
PA
-M
LV
 : 
43
3±
38
 
H
P-
βC
D
/P
A
-M
LV
 : 
47
9±
51
 
D
C
L 2
 : 
37
5 
±4
6 
M
LV
 té
m
oi
ns
 : 
43
1±
 4
4 
EE
 
él
ev
ée
 
(8
2-
85
%
) 
po
ur
 
PA
-li
po
so
m
es
, 
H
P-
βC
D
/P
A
-M
LV
 
et
 
D
C
L 2
 
B
ra
ga
gn
i 
et
 
al
., 
20
10
 
N
ifé
di
pi
ne
 
a-
H
P-
β-C
D
 
b-
A
to
m
is
at
io
n 
a-
Lé
ci
th
in
e 
b-
In
je
ct
io
n 
d’
ét
ha
no
l 
c-
SU
V
 
 
H
P-
β-C
D
/P
A
-S
U
V
 : 
15
5 
PA
-S
U
V
 : 
15
3 
PA
-li
po
so
m
es
 : 
56
,2
±6
,3
%
 
H
P-
β-C
D
/P
A
-
lip
os
om
es
 d
is
so
us
 d
an
s 
la
 
ph
as
e 
or
ga
ni
qu
e 
: 
77
,7
±3
,2
%
 
H
P-
β-C
D
/P
A
-
lip
os
om
es
 d
is
so
us
 d
an
s 
la
 
ph
as
e 
aq
ue
us
e 
: 
21
,9
±2
,6
%
  
Sk
al
ko
 e
t a
l.,
 1
99
6 
Tr
ét
in
oi
ne
 
a-
D
im
eb
 
b-
Pé
tri
ss
ag
e 
en
 
ph
as
e 
so
lid
e 
a-
SP
C
, T
w
ee
n 
80
 
b-
C
on
gé
la
tio
n-
dé
co
ng
él
at
io
n 
c-
LU
V
 
di
m
eb
/P
A
-tr
an
sf
er
so
m
es
 : 
11
7±
0,
9 
 
PA
-tr
an
sf
er
so
m
es
 : 
12
8±
1,
8 
di
m
eb
/P
A
-
tra
ns
fe
rs
om
es
 : 
88
,7
±6
,7
%
  
PA
-tr
an
sf
er
so
m
es
 : 
77
,8
±1
4,
6%
 
A
sc
en
so
 
et
 
al
., 
20
13
 
 R
EV
 : 
év
ap
or
at
io
n 
en
 p
ha
se
 i
nv
er
se
 ; 
H
FL
 : 
hy
dr
at
at
io
n 
du
 f
ilm
 l
ip
id
iq
ue
 ; 
N
D
 : 
no
n 
dé
te
rm
in
é 
; 
PA
 : 
pr
in
ci
pe
 a
ct
if 
; 
SA
 : 
St
éa
ry
la
m
in
e 
 

3.2.4. Effet de la technique de double encapsulation sur la taille des liposomes 
Des « double loaded liposomes » (DCL2) sont préparés par la technique de double 
encapsulation. Ce sont des vésicules encapsulant à la fois des principes actifs lipophiles 
libres dans la bicouche lipidique et leurs complexes d’inclusion dans le compartiment 
aqueux (Figure 17).  
 
Figure 17: Schéma représentatif des « double loaded liposomes» (Greige-Gerges et 
Sebaaly, 2015). 
 
Les principes actifs benzocaine et butamben ont été encapsulés dans des liposomes 
déformables constitués de phosphatidylcholine, cholestérol et stéarylamine (Maestrelli et 
al., 2010). Ce dernier composé est ajouté en tant que surfactant ionique. Les auteurs n’ont 
pas montré de différence significative en taille entre les liposomes préparés par la 
technique de double encapsulation et les liposomes encapsulant les principes actifs libres 
dans la phase lipophile.  
Cependant, lorsque les principes actifs sont dissous dans la phase aqueuse, les liposomes 
ont montré des valeurs de taille plus petites par rapport aux formulations précédentes. Les 
auteurs ont expliqué ces résultats par la présence des principes actifs dans la bicouche, ce 
qui peut entraîner un réarrangement de la structure liposomiale, et par conséquent une 
augmentation de la taille des vésicules (Maestrelli et al., 2010).  
Bragagni et al., 2010 ont préparé cinq formulations liposomiales différentes : (1) 
liposomes témoins; (2) liposomes encapsulant des complexes d’inclusion HP-β-
CD/prilocaïne base dans la phase aqueuse; (3) liposomes encapsulant les chlorhydrates de 
prilocaïne dans la phase aqueuse; (4) liposomes encapsulant les prilocaïnes bases dans la 
phase lipophile; (5) double loaded liposomes contenant les prilocaïnes bases libres dans 

la phase organique et les complexes d’inclusion HP-β-CD/prilocaïne bases dans la phase 
aqueuse. Dans tous les cas, le principe actif est ajouté à des concentrations allant de 1 à 5 
%. Aucune variation de taille significative n’est obtenue entre ces différentes 
formulations. En outre, aucune corrélation n'a été trouvée entre la concentration des 
principes actifs et la taille des vésicules. Toutefois, les liposomes préparés par la 
technique de double encapsulation possèdent une meilleure homogénéité (Bragagni et al., 
2010). 
 
3.2.5. Effet des CDs sur le potentiel zêta des liposomes 
L’effet des CDs sur le potentiel zêta des liposomes a été également étudié. Aucune 
différence significative n’est signalée entre les valeurs de potentiel zêta des liposomes 
incorporant les principes actifs et leurs complexes d’inclusion (Bragagni et al., 2010; 
Cavalcanti et al., 2011; fatouros et al., 2001; Maestrelli et al., 2010). 
 
3.2.6. Effet des CDs sur la morphologie des liposomes 
La microscopie électronique à transmission et la microscopie confocale à balayage laser 
sont utilisées pour visualiser les systèmes DCL. La présence des CDs n’affecte pas la 
morphologie des liposomes indiquant que les complexes sont inclus dans les vésicules 
(Maestrelli et al., 2005, 2010). Les MLV incorporant les complexes d’inclusion HP-β-
CD/Kétoprofène sont sphériques avec un aspect homogène, alors que des cristaux de 
principe actif sont observés dans le cas des MLV incorporant les complexes d’inclusion 
β-CD/Kétoprofène. D'autre part, les liposomes déformables incorporant les complexes 
CD/bétaméthasone présentent une forme plus aplatie que celle obtenue avec les 
liposomes incorporant les complexes CD/bétaméthasone, en raison de leurs propriétés 
élastiques (Gillet et al., 2009). 
 
3.2.7. Effet des CDs sur l’efficacité d’encapsulation des principes actifs 
Le Tableau 6 présente également les valeurs d’efficacité d'encapsulation des principes 
actifs dans les liposomes et les DCLs. Les DCLs augmentent l'efficacité d'encapsulation 
des principes actifs (nifédipine, prédnisolone, indométacine, curcumine, bétaméthasone) 
par rapport à celle obtenue dans les liposomes (Skalko et al., 1996; Fatouros et al., 2001; 
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Dhule et al., 2012; Chen et al., 2007; Piel et al., 2006) (Tableau 6). Pour certains autres 
principes actifs tels que la doxorubicine, trétinoine et β-lapachone, les valeurs d'efficacité 
d'encapsulation étaient élevées dans les liposomes contenant les principes actifs ou leurs 
complexes d’inclusions (Ascenso et al., 2013; Cavalcanti et al., 2011; Hagiwara et al., 
2006). Cependant, l'efficacité d'encapsulation du kétoprofène dans les complexes 
d’inclusion d’HP-β-CD ou de β-CD incorporés dans les liposomes multilamellaires MLV 
est inférieure à celle du kétoprofène encapsulé dans les liposomes multilamellaires MLV 
(Maestrelli et al., 2005). Les auteurs ont expliqué leurs résultats par le procédé de 
préparation des liposomes. En fait, les vésicules contenant le kétoprofène seul ont été 
préparées par la dissolution du kétoprofène dans la phase lipophile tandis que les 
complexes d’inclusion ont été dissous dans la phase aqueuse. Par conséquent, le volume 
occupé par la phase aqueuse, dans le cas de MLV, est plus petit que celui occupé par la 
phase lipidique (Maestrelli et al., 2005).  
Le type de CD peut également influencer l'efficacité d'encapsulation des principes actifs. 
Cette dernière est supérieure dans les liposomes encapsulant les complexes d’inclusion 
HP-β-CD/principes actifs comparée à ceux encapsulant les complexes d’inclusion β-
CD/principe actif (Maestrelli et al., 2005; Fatouros et al., 2001; Chen et al., 2007) 
puisque l’HP-β-CD est caractérisée par une cavité intérieure plus lipophile et une 
meilleure solubilité dans l'eau (Maestrelli et al., 2005; Fatouros et al., 2001).  
 
3.2.8. Corrélation entre l’efficacité d’encapsulation et la concentration du complexe 
d’inclusion 
En utilisant différents types de CDs (β-CD, Crysmeb, Dimeb, Rameb, Trimeb, HP-γ-
CD), Piel et al., (2006) ont démontré une corrélation entre l'efficacité d'encapsulation et 
la concentration des complexes CD/bétaméthasone (Piel et al., 2006). D’autre part, 
l'efficacité d'encapsulation du kétoprofène augmente avec la concentration du complexe 
HP-β-CD/kétoprofène jusqu’à atteindre une valeur maximale de 75,1 % à une 
concentration de 10 mM, puis diminue à des concentrations élevées du complexe (57,3 et 
59,9 % à 15 et 20 mM respectivement) (Maestrelli et al., 2006).  
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Selon Fatouros et al., 2001, la présence du cholestérol dans les systèmes DCLs peut 
améliorer l'efficacité d'encapsulation de la molécule qui dépend du rapport 
CD:molécule:cholestérol (Fatouros et al., 2001). 
 
3.2.9. Effet des tensioactifs sur l’efficacité d’encapsulation dans les liposomes 
déformables  
Des complexes d’inclusion CD/principe actif ont été incorporés dans des liposomes 
déformables dans le but d’améliorer l’efficacité d’encapsulation des principes actifs dans 
les DCLs. Selon Jain et al. (2007), les MVVs contiennent de nombreuses bicouches non 
concentriques et le rapport eau/lipide est ainsi plus élevé. L'huile neutre entoure et 
stabilise les compartiments aqueux internes. En outre, les molécules trioléines, ayant des 
chaînes d’acides gras plus longues, existent dans la membrane des bicouches lipidiques 
sur une plus grande surface, augmentant ainsi la taille des compartiments aqueux internes 
et l’efficacité d’encapsulation (Jain et al., 2007).  
La présence de déoxycholate de sodium dans la bicouche peut "solubiliser" et "maintenir" 
la bétaméthasone libre dans les bicouches lipidiques et donc améliorer l’efficacité 
d’encapsulation dans les liposomes déformables (Gillet et al., 2009). Cependant, ces 
auteurs ont montré que les résultats diffèrent selon le type de phospholipide utilisé dans la 
préparation des liposomes (Gillet et al., 2009). 
 
3.2.10. Effet des CDs sur la vitesse de libération des principes actifs  
Des études de libération des principes actifs à partir des liposomes et des DCLs ont été 
menées et comparées afin de déterminer l’effet des CDs sur la vitesse de libération des 
principes actifs.  
 
La présence des CDs inhibent la libération des principes actifs des liposomes à pH 7,4 et 
37 °C (Chen et al., 2007; Maestrelli et al., 2006). Selon Chen et al., 2007, l’indométacine 
est rapidement libérée des liposomes puisque les principes actifs hydrophobes sont 
principalement incorporés dans les bicouches lipidiques (Chen et al., 2007). Plusieurs 
études ont montré une vitesse de libération des principes actifs (bétaméthasone, 
indométacine, kétoprofène, doxorubucine) plus lente à partir de DCLs comparée à celle à 
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partir des liposomes (Piel et al., 2006; Chen et al., 2007; Maesrtelli et al., 2005; Hagiwara 
et al., 2006). La libération des principes actifs à partir des DCLs pourrait se faire à partir 
de deux voies: 1) les complexes d'inclusion CD/principes actifs sont transportés du 
compartiment aqueux interne vers les bicouches lipidiques, puis libérés dans le milieu 
sous forme du complexe intact; 2) la libération du principe actif libre dans la phase 
aqueuse, qui est en équilibre avec les complexes d'inclusion (Gharib et al., 2015). En 
revanche, Cavalcanti et al., 2011, et Fatouros et al., 2001 ont montré que la vitesse de 
libération du prédnisolone et β-lapachone est plus rapide à partir du DCL en comparaison 
avec les liposomes encapsulant ces molécules.  
 
La vitesse de libération du principe actif à partir du DCL peut différer selon le type du 
CD utilisé dans la préparation des complexes d'inclusion (Maestrelli et al., 2005; 
Fatouros et al., 2001). Ainsi, la vitesse de libération de la bétaméthasone à partir des 
liposomes ou des systèmes DCLs augmente dans le sens suivant : HP-β-CD ≈ γ-CD< 
Rameb < HP-γ-CD ≈ en absence de CD < Crysmeb à une concentration en CD de 10 mM 
(Piel et al., 2006). Par contre, Gillet et al., 2009 et Chen et al., 2007 ont signalé que le 
type de CD (HP-γ-CD, Crysmeb (Gillet et al., 2009) et HP-β-CD, β-CD (Chen et al., 
2007)) n'affecte pas significativement le taux de libération du principe actif. En addition, 
une corrélation entre l'efficacité d'encapsulation de la bétaméthasone et la vitesse de 
libération de la molécule a été démontrée quelque soit le type et la concentration des CDs 
(Piel et al., 2006).  
 
Le type de liposomes semble également influer sur le taux de libération du principe actif. 
En effet, il a été démontré que le taux de libération du kétoprofène était dans l'ordre 
suivant : LUV préparés par évaporation en phase inverse contenant HP-β-CD/kétoprofène 
< MLV préparés par hydratation du film lipidique contenant HP-β-CD/kétoprofène = 
MLV préparés par congélation-décongélation contenant HP-β-CD/kétoprofène < SUV 
obtenus par extrusion contenant HP-β-CD/kétoprofène (Maestrelli et al., 2006). Le faible 
taux de libération du kétoprofène à partir des LUV semble être dû à la densité et la 
viscosité élevées de ces dispersions liposomiales. D'autre part, la vitesse de libération 
rapide à partir des SUV, particulièrement dans la phase initiale, peut être attribuée à leur 
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petite taille. La vitesse de libération intermédiaire des MLV obtenus par deux méthodes 
différentes a été expliquée par la structure analogue de ces liposomes multilamellaires 
(Maestrelli et al., 2006). 
 
Des résultats contradictoires ont été obtenus concernant l’effet des liposomes 
déformables sur la vitesse de libération des principes actifs (Jain et al., 2007; Gillet et al., 
2009). Gillet et al. (2009) ont expliqué l'amélioration de la libération principes actifs dans 
les liposomes déformables par la perméabilité élevée de la bicouche en raison de la 
présence d’un tensioactif. 
 
3.2.11. Stabilité des DCLs 
Les DCLs augmentent la stabilité des liposomes (Skalko et al., 2000 ; Gillet et al., 2009) 
en réduisant les interactions des molécules avec les bicouches lipidiques grâce à leur 
présence dans la cavité des cyclodextrines (Skalko et al., 1996; Piel et al., 2006). Les 
liposomes préparés par déshydratation-réhydratation incorporant les complexes 
d’inclusion d’HP-β-CD et de la dexaméthasone, la déhydroépiandrostérone, le rétinal et 
l'acide rétinoïque ont conservé leur stabilité dans le plasma (McCormack et Gregoriadis, 
1994). De plus, DCL améliore la stabilité chimique des molécules dans les liposomes 
multilamellaires (Loukas et al., 1995; 1998). Ainsi, ces derniers préparés par 
déshydratation-réhydratation incorporant les complexes d’inclusion γ-CD/riboflavine 
montrent une photostabilité accrue (Loukas et al., 1995), et ceux contenant les complexes 
d’inclusion HP-β-CD/indométhacine les protègent contre l’hydrolyse (Loukas et al., 
1998).  
 
3.2.12. Effets biologiques des DCLs 
Peu d'études ont étudié les effets biologiques des principes actifs dans les systèmes 
DCLs. Les liposomes encapsulant les complexes d'inclusion HP-γ-CD/curcumine 
présentent des activités anticancéreuses à la fois in vitro et in vivo contre des lignées 
cellulaires de cancer du sein (Dhule et al., 2012) et ceux contenant HP-β-
CD/curcuminoïdes 4-[3,5-bis (2-chlorobenzylidène-4-oxo-pipéridine-1-yl)-acide 4-oxo-
2-buténoïque] montrent une activité anti proliférative contre des tumeurs du poumon sans 
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présenter un effet toxique sur les fibroblastes pulmonaires normales (Agashe et al., 2011). 
L’effet anesthésiant de butamben, benzocaïne (Maestrelli et al., 2010) et prilocaïne 
(Bragagni et al., 2010) a été étudié. Par rapport à des liposomes encapsulant les principes 
actifs, ceux préparés par la technique de double encapsulation fournissent les meilleurs 
résultats puisqu’ils ont montré une libération rapide due à la présence des principes actifs 
libres dans la bicouche externe, et un effet prolongé en raison de la présence du complexe 
d'inclusion CD/principe actif dans le compartiment aqueux interne des liposomes 
(Maestrelli et al., 2010; Bragagni et al., 2010).  
 
Zhu et al. (2013) ont utilisé un agent tensioactif Pluronic F127 dans la préparation des 
liposomes contenant les tacrolimus et les complexes β-CD/tacrolimus. Après 
administration orale à des rats, les auteurs ont montré que les DCLs améliorent la 
pénétration du principe actif à travers les surfaces épithéliales de la muqueuse, permettant 
au principe actif d'atteindre la muqueuse sous-jacente (Zhu et al., 2013). Dans une autre 
étude in vivo, en comparant à des liposomes PEGylés incorporant la doxorubicine, les 
liposomes PEGylés encapsulant les complexes d’inclusion γ-CD/doxorubicine retardent 
la croissance tumorale et améliorent le taux de survie après injection intraveineuse à des 
souris mâles (Arima et al., 2006). Enfin, des liposomes multi-vésiculaires encapsulant les 
complexes d'inclusion β-CD/célécoxib montrent un effet anti-inflammatoire plus 
prolongé que celui des liposomes multilamellaires encapsulant les complexes β-
CD/célécoxib ou des solutions de β-CD/célécoxib, lors de l'administration intra-
péritonéale à des rats albinos (Jain et al., 2007). 
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Chapitre 4: L’huile essentielle de clou de girofle 
4.1. Les huiles essentielles 
4.1.1. Définition 
Les huiles essentielles (HEs) sont définies selon la pharmacopée comme étant «des substances 
odorantes, généralement de composition complexe renfermant des principes volatils, obtenues à 
partir d’une matière première d’origine végétale, après séparation de la phase aqueuse par des 
procédés physiques: soit par entraînement à la vapeur d’eau, par distillation sèche, ou bien par un 
procédé mécanique approprié sans chauffage» (Pharmacopée Européenne, 2010). Elles se 
forment comme produits du métabolisme secondaire dans plusieurs organes des plantes 
aromatiques, y compris les bourgeons, fleurs, feuilles, tiges, branches, graines, fruits, racines, 
bois ou écorces, et s’accumulent dans des cellules sécrétoires, cavités, canaux, cellules 
épidermiques ou glandulaires (Bakkali et al., 2008). 
Les huiles essentielles ont, à toute époque, occupé une place importante dans la vie quotidienne 
de l’homme grâce à leurs nombreuses propriétés.  
 
4.1.2. Composition chimique des huiles essentielles 
Les HEs sont des mélanges complexes de composés volatils extraits à partir d’un grand nombre 
de plantes. En général, elles représentent une petite fraction de la composition végétale (moins de 
5 % de la matière végétale sèche) et comprennent principalement des terpènes (mono- et sesqui-
terpènes) et des phénylpropanoïdes (EL Asbahani et al., 2015).  
 
Dans notre travail, nous nous sommes intéressées à l’huile essentielle de clou de girofle (HECG). 
 
4.2. L’huile essentielle de clou de girofle 
4.2.1. Généralités  
Le girofle ou giroflier, connu scientifiquement sous le nom de Syzygium aromaticum L, Eugenia 
aromaticum ou Eugenia caryophyllata (Figure 18a), est un arbre d’origine indonésienne 
appartenant à la famille des myrtacées (Chaieb et al., 2007). L’arbre a une forme conique de 10 à 
12 mètres de hauteur pouvant atteindre jusqu'à 20 mètres de hauteur (Singh et al., 2012). Le 
girofle est cultivé en Indonésie, Tanzanie, Sri Lanka, Madagascar, Malyzia, Brézil et l'Inde 
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(Arung et al., 2011; Singh et al., 2012). Les bourgeons de fleurs de giroflier, généralement de 10 
à 17,5 mm de longueur avec une forme sub-cylindrique légèrement aplatie, sont récoltés avant 
leur éclosion, ensuite séchés au soleil jusqu'à ce qu'ils prennent une teinte brun foncé: ce sont les 
clous de girofle (Figure 18b) (Singh et al., 2012). Ces derniers contiennent environ 14 à 21 % de 
l’huile essentielle volatile (Tajuddin et al., 2003). 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 18: Le giroflier Syzygium aromaticum L (a) et les clous de girofle (b) (Hernández-
Moreno et al., 2013). 
 
4.2.2. Les principaux constituants de l’huile essentielle de clou de girofle 
Plusieurs procédés d’extraction comme l’hydrodistillation, la distillation à la vapeur, l’extraction 
par solvant organique et par fluide supercritique ont été utilisés pour extraire les terpènes de 
différentes parties de la plante. L’HECG est très riche en eugénol (Eug), acétate d’eugénol (Eug-
Ac) et bêta-caryophyllène (Crph). Elle contient également de faibles quantités d’autres composés 
comme l'alpha-humulène connu autrement sous le nom d’alpha-caryophyllène, cadinène, 1,8-
cinéole, -copaène, alcool benzylique, vanilline, 3-allyl-6-methoxyphénol et oxyde de 
caryophyllène (Figure 19).  
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Figure 19: Structure chimique des constituants de l’huile essentielle de clou de girofle: eugénol 
(a), β-caryophyllène (b), acétate d’eugénol (c), α-humulène ou α-caryophyllène (d), cadinène (e), 
1,8 cinéole (f), α-copaène (g), alcool benzylique (h), vanilline (i), 3-allyl-6-méthoxyphénol (j) et 
oxyde de caryophyllène (K). 
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Le tableau 7 résume les méthodes d’extraction et les différents constituants de l’HECG 
provenant de différentes origines. La composition de l’HECG varie en fonction de son origine, 
du climat et des pratiques agricoles (Tableau 7) (Hamed et al., 2012). Exceptionnellement, Lee et 
al., 2001 et Chatterjee et al., 2013 ont exprimé la concentration des constituants de l’HECG en 
mg/g de bourgeons sec. L’Eug était le constituant majeur (24,37 mg/g ou 130,01 mg/g obtenu 
respectivement par distillation à la vapeur et extraction par fluide supercritique).  
Tableau 7: L’huile essentielle de clou de girofle : origine, méthode d’extraction et principaux 
constituants. 
Origine Méthode 
d’extraction 
Eug 
(%) 
Eug-Ac 
(%) 
β-Crph 
(%) 
Autres constituants 
(%) 
Références 
Bourgeon-
Turkie 
DV 87,0 8,01 3,56 α-humulène (0,4%) 
Cadinène (0,04%) 
Autres < 1% 
Alma et al., 2007 
Bourgeon-NS HD 60,5 7,0 7,5 α-humulène (1,7%) 
Autres : NS 
Arenas et al., 2011 
HECG -NS HD 88,58 5,62 1,39 α-humulène (0,19%) 
Autres < 1% 
Chaieb et al., 2007 
Bourgeon-
Madagascar 
NS 81,59 11,53 5,12 α-humulène (0,56%) 
Autres: NS 
Du et al., 2009 
Bourgeon-
London UK 
NS 85,29 6,91 5,15 Autres: NS Edris et al., 2012 
Bourgeon-
Chine 
DV 80,34 0,90 14,78 α-Crph (2,0%) 
Autres < 1% 
Fei et al., 2011 
HECG-Italie NS 59,3 4,2 24,9 α-humulène (2,8%) 
Cadinène (3,6%) 
Autres <1% 
Fichi et al., 2007 
Bourgeon-Inde DV 87,34 5,18 2,01 Autres: NS Halder et al., 2011 
Bourgeon-
Egypte 
HD 61,7 8,8 23,7 Autres: NS Hamed et al., 2012 
HECG-Iran NS 88,58 5,62 1,38 Autres: NS Hosseini et al., 
2011 
Bourgeon- 
Madagascar 
NS 71,8 19,8 NS Autres: NS Pan et al., 2012 
Feuilles-
Allemagne 
NS 76,8 1,2 17,4 α-humulène (2,1%) 
Autres <1% 
Jirovetz et al., 2006 
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Origine Méthode 
d’extraction 
Eug 
(%) 
Eug-Ac 
(%) 
β-Crph 
(%) 
Autres constituants 
(%) 
Références 
Bourgeon-St 
Louis 
NS 83,66 1,81 12,25 Oxyde de 
caryophyllène (1,0%) 
Autres: NS 
Kim et al., 2011 
Bourgeon-
Portugal 
NS 85,3 ND 0,9 α-humulène (6,8%) 
1,8 cinéole (1,2%) 
Autres <1% 
Machado et al., 
2011 
HECG-NS HD 58,29 19,10 17,81 α-humulène (1,77%) 
α-copaène (1,14%) 
Autres <1% 
Marya et al., 2012 
HECG-Turkie DV 44,2 1,3 44,7 α-humulène (3,5%) 
α-copaène (1%) 
Autres: NS 
Ozturk et al., 2005 
HECG-Inde NS 47,64 ND 1,0 Alcool benzylique 
(34,1%), Vanilline 
(0,91%), 3-allyl-6-
méthoxyphénol 
(4,98%), Oxyde de 
caryophyllène 
(1,35%), Autres: 
10,02% 
Pawar et al., 2006 
Bourgeon-
Cuba 
NS 69,8 16,1 13,0 α-humulène (0,6%) 
Autres <1% 
Pino et al., 2001 
Bourgeon-
Brésil 
EFS-échelle 
pilote 
72,74 11,55 6,4 α-humulène (1,06%) 
Autres: NS 
Prado et al., 2011 
HECG- UK NS 78,0 NS 13 NS Prashar et al., 2006 
Feuilles-Inde HD 94,41 ND 2,91 α-humulène (0,36%)  
Autres <1% 
Raina et al., 2001 
Bourgeon-
Brésil 
DV 89,6 1,7 8,6 Autres: NS Santin et al., 2011 
Bourgeon-NS HD 92,42 NS NS α-Crph (5,44%) 
Autres NS 
Saviuc et al., 2012 
Bourgeon-Inde  
 
HD 
 
70,0 2,1 19,5 α-humulène (1,9%) 
Autres < 1% 
 
 
Srivastava et al., 
2005 
 
Bourgeon-
Madagascar 
82,6 6,0 7,2 α-humulène (0,8%) 
Autres < 1% 
Feuilles-
Madagascar 
82,0 0,4 13,0 α-humulène (1,5%) 
Autres < 1% 
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Origine Méthode 
d’extraction 
Eug 
(%) 
Eug-Ac 
(%) 
β-Crph 
(%) 
Autres constituants 
(%) 
Références 
Bourgeon-
Indonésie 
HD 67,6 16,8 10,8 α-humulène (2%) 
Autres <1% 
Teixeira et al., 2013 
Feuilles- 
Indonésie 
NS 71,0 NS 14,0 α-humulène (1,75%) Vernin et al., 1994 
 
 
Bourgeon-
Chine 
 
EFS 55,41 21,06 16,22 α-humulène (2,11%) 
Autres (<1%) 
 
 
Wenqiang et al., 
2007 
 
DV 58,2 13,84 20,59 α-humulène (2,61%) 
Cadinène (1,05%) 
Autres < 1% 
HD 48,82 3,89 36,94 α-humulène (4,41%) 
Cadinène (1,46%) 
Autres < 1% 
ES 57,24 19,37 17,5 α-humulène (2,03%) 
Autres < 1% 
Crph: caryophyllène ; DV: distillation à la vapeur ; Eug: eugénol ; Eug-Ac: acétate d’eugénol ; 
EFS: extraction par fluide supercritique CO2 ; ES: Extraction par solvant organique ; HD: hydro -
distillation ; ND: non déterminé ; NS: non signalé. 
 
4.2.3.  Eugénol 
L’eugénol (4-allyl-2-méthoxyphénol; C10H12O2), liquide volatile de couleur jaune pâle, est le 
composant majeur de l’HECG. Il est aussi présent dans de nombreuses autres plantes y compris 
la cannelle, le basilic, la muscade (Choi et al., 2009), Pimenta racemosa et Cinnamomum verum 
(Jaganathan et al., 2011). L’Eug est particulièrement odorant et présente un goût piquant épicé 
(O'Neil, 2006). L’Eug est considéré comme non mutagène, non cancérigène et généralement 
reconnu comme sûr (GRAS) par la Food and Drug Administration (Baskaran et al., 2010). 
L’organisation de la santé dans le monde (WHO) a établi que la quantité quotidienne acceptable 
de l’HECG est de 2,5 mg/kg chez l'homme (Gülçin et al., 2012). 
 
4.2.3.1. Biosynthèse de l’eugénol chez les plantes  
Les phénylpropanoïdes sont synthétisés à partir de la phénylalanine obtenue par la voie du 
shikimate. La première étape de la voie générale des phénylpropanoïdes fait intervenir la 
phénylalanine ammonia-lyase, qui catalyse la désamination non oxydative de la phénylalanine en 
acide trans-cinnamique. Ce dernier subit une hydroxylation en position 4 du cycle aromatique, 
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sous l'action d'une monooxygénase, la cinnamate 4-hydroxylase, pour former l’acide p-
coumarique. La 4-coumarate: CoA-ligase catalyse la formation ATP-dépendante d’un ester de 
coenzyme A (CoA) menant à la synthèse de p-coumaroyl-CoA (Figure 20). Ces intermédiaires 
constituent des formes activées des acides hydroxycinnamiques. Ils sont les précurseurs de 
nombreux métabolites et sont les points de branchement principaux entre la voie générale des 
phénylpropanoïdes et les voies secondaires, dont la voie de la lignine et des flavonoïdes (Maeda 
et al., 2012).  
L’acide p-coumarique est un précurseur de l’eugénol par une série de réactions (Figure 20). 
L’acide p-coumarique est hydroxylé en position 3 du noyau aromatique, sous l’action de l’acide 
p-coumarique 3-hydroxylase, donnant l’acide caféique. L’acide caféique O-méthyltransférase 
catalyse ultérieurement le transfert du groupement méthyle du cofacteur S-adénosyl-L-
méthionine sur l’hydroxyle en méta de l’acide caféique. L’acide férulique obtenu est ensuite 
réduit en aldéhyde coniférylique puis en alcool coniférylique qui est par la suite acétylé en 
acétate de coniféryle par la coniféryle alcool acétyltranférase. L’eugénol est enfin synthétisé par 
l’eugénol synthase, NADPH dépendante, à partir de l'acétate de coniféryle (Louie et al., 2007; 
Manitto et al., 1974).  

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Figure 20: Voie de biosynthèse de l'eugénol chez les plantes (Louie et al., 2007). 
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4.2.3.2. Propriétés physico-chimiques de l’eugénol 
L’Eug possède un poids moléculaire de 164,2 g/mol, un petit volume moléculaire de 0,26 nm3 
(Tchakalova et al., 2008), une température de fusion (à 1 bar) de -9,1 à -9,2 °C et d’ébullition 
autour de 253 °C (O'Neil, 2006), un pka de l’ordre de 10,19 (HDVB, 2012) ou 10,72 (Reiner et 
al., 2009), et une densité de 1,06 g/mL à 20 °C (Shinde et al., 2011; HDVB, 2012).  
 
L’Eug est faiblement soluble dans l’eau avec une solubilité à 25 ºC de 6,535 g/L (O'Neil, 2006), 
2,460 g/L (HDVB, 2012) ou 16 mM qui correspond à 2,627 g/L (Reiner et al., 2009). Il est 
soluble dans l’éthanol, le cyclohexane et le dichlorométhane. Il est volatile avec une pression de 
vapeur de 4,2 kPa à 150 °C (NIST, 2011) et 0,023 mm Hg qui correspond à 0,003 KPa à 25 °C 
(HDVB, 2012). Il est lipophile avec un coefficient de partage octanol/eau (log P) de 2,29 (Reiner 
et al., 2009), 2,4 (Tchakalova et al., 2008), 2,43 (Dias et al., 2003), 2,73 (Goodner et al., 2008) 
ou 2,99 (Griffin et al., 1999).  
 
4.2.3.3. Oxydation de l’eugénol 
L’Eug est sensible aux conditions environnementales (lumière, chaleur, oxygène) (Sajomsang et 
al., 2012; Choi et al., 2009; Wang et al., 2011; Garg et al., 2011). Il est capable d’être oxydé par 
irradiation, alcalisation ou bien par les enzymes cytochromes P450 et peroxydases (Thompson et 
al., 1989, 1990) via la voie de transfert d’un électron en radical phénoxyle. Ce dernier se 
transforme par la suite en quinone méthide, qui peut se lier d’une manière covalente à des 
groupes thiols dans les protéines cellulaires, pouvant former des conjugués de glutathion, 
induisant une toxicité cellulaire (Atsumi et al., 2005; Suzuki et al., 1985). La réaction 
d’oxydation de l’Eug est présentée dans la Figure 21. 
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Figure 21: Réaction de l’oxydation de l’eugénol par la lumière (Atsumi et al., 2005). 
 
4.2.3.4. Pharmacocinétique de l’eugénol  
4.2.3.4.1. Absorption 
Chez des volontaires humains sains, l’Eug est rapidement absorbé après administration orale 
(Fischer et al., 1990). L’Eug est rapidement absorbé après administration orale de 40 mg/Kg 
chez les rats Sprague-Dawley où il atteint rapidement une concentration maximale (Cmax) de 
0,123 et de 0,270 μg/mL après 2,13 et 0,25 h, respectivement dans le plasma et le sang (Guenette 
et al., 2007a). De plus, l’Eug est bien absorbé avec une concentration maximale sanguine Cmax de 
10,53 μg/mL après son administration à une concentration de 75 mg/L chez les truites 
(Oncorhynchus mykiss) conservées dans de l'eau oxygénée à 4 °C (Guenette et al., 2007b).  
 
4.2.3.4.2. Distribution 
Après administration orale de l’Eug (40 mg/kg) chez les rats, l’Eug atteint le plasma, le cerveau 
et la moelle épinière après 0,25 h avec une concentration maximale respectivement égale à 99; 
438,6 et 425,7 μg/mL. L’Eug pénètre facilement les tissus nerveux et se distribue dans la moelle 
épinière plus que dans le cerveau. De plus, aucun signe de toxicité n’est apparu chez les rats 
recevant une dose quotidienne de 40 mg/kg de l’Eug pendant 30 jours consécutifs (Lionnet et al., 
2010). 
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4.2.3.4.3. Métabolisme 
Le métabolisme de l’Eug chez des volontaires humains sains masculins et féminins est étudié 
(Figure 22) (Fischer et al., 1990). Il a été montré que l'urine contient l’Eug et ses métabolites, 
notamment le 4-hydroxy-3-méthoxy-phényl-propane, le cis- et trans-isoeugénol, le 3-(4-
hydroxy-3-méthoxyphényl)-propylène-1,2-oxyde, 3-(4-hydroxy-3-méthoxyphényl)-propane-1,2-
diol, l’acide 3-(4-hydroxy-3-méthoxyphényl) propionique, 3-hydroxy-3-(4-hydroxy-3-
méthoxyphényl)-allylbenzène, 3-(6-mercapto-4-hydroxy-3-méthoxy-phényl) propane et l’acide 
2-hydroxy-3-(4-hydroxy-3-méthoxyphényl) propionique (Figure 22). La conjugaison avec l'acide 
glucuronique et sulfate est la principale voie métabolique de l’Eug chez l'homme. L’époxydation 
concerne une très faible fraction de la dose administrée et la présence de l'époxyde (3-(4-
hydroxy-3-méthoxyphényl)-propylène-1,2-oxyde) dans le corps est très courte. De ce fait, l’Eug 
ne montre pas des effets toxiques (Fischer et al., 1990). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 22: Les métabolites de l’Eug chez l’homme (Fischer et al., 1990). 
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Guenette et al., 2006 ont également identifié les métabolites glucuro- et sulfono-conjugués de 
l’Eug dans l'urine des rats. Des études utilisant des fractions microsomales de foie et de poumon 
ont révélé que l’Eug est oxydé par des enzymes cytochrome P450 et par des peroxydases en un 
intermédiaire réactif capable de se lier de manière covalente aux protéines et de former des 
conjugués avec le glutathion (Thompson et al., 1989, 1990). 
 
4.2.3.4.4. Excrétion 
Chez des volontaires humains sains, l’Eug est presque complètement excrété dans l'urine dans 
les 24 h suivant l’administration orale (Fischer et al., 1990). Après administration de l’Eug chez 
les rats à une dose de 40 mg/Kg, la clairance apparente de l’Eug est de 86,7 et 86,8 L/h/kg dans 
le plasma et le sang, respectivement. La demi-vie d’élimination de l'Eug (T1/2) est élevée de 14,0 
et 18,3 h respectivement dans le plasma et le sang, indiquant une possibilité d’accumulation de 
l’Eug suite à des administrations successives (Guenette et al., 2007a). Aussi, l’Eug est éliminé 
avec une longue T1/2 de 12,14 h chez les truites (Guenette et al., 2007b).  
 
4.2.3.5. Biotransformation végétale et microbienne de l’eugénol 
L’Eug est biotransformé par les cellules végétales en culture d’Eucalyptus Perriniana en β-
glucoside (7 %) où le résidu glucopyrannosyle est attaché au groupe hydroxyle de l’Eug formant 
le 2-méthoxy-4-(2-propényl)phényl β-D-glucopyranoside et en β-gentiobioside (58%) contenant 
deux résidus glucopyrannosyles liés par une liaison 1-6 (2-méthoxy-4-(2-propényl)phényl 6-O-
(β-D-glucopyranosyl)-β-D-glucopyranoside) (Figure 23). Les glycosyltransférases sont les 
enzymes responsables de cette biotransformation aboutissant à la préparation des dérivés plus 
solubles dans l’eau qui s’accumulent dans les cellules (Shimoda et al., 2006).  
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Figure 23: La glycosylation de l’Eug par les cellules végétales en culture d’Eucalyptus 
Perriniana (Shimoda et al., 2006). 

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Par ailleurs, l’Eug et son isomère isoeugénol sont utilisés en tant que substrats pour la production 
de la vanilline par une transformation enzymatique. L’Eug est converti enzymatiquement via 
l’alcool coniférylique et l’aldéhyde coniférylique en acide férulique (Overhage et al., 2003) 
(Figure 24 a), ou bien il subit, sous traitement alcalin, un réarrangement intramoléculaire donnant 
lieu à l’isoeugénol (Hong-Li et al., 2004) qui par la suite subit une oxydation de sa chaîne 
latérale aromatique conduisant à la formation de l’acide férulique (Figure 24 b). Ce dernier se 
transforme en vanilline par une réaction similaire à la β-oxydation des acides gras (Rao et al., 
1999) (Figure 24 b). De plus, diverses souches de bactéries (Pseudomonas HR199, Ralstonia 
eutropha H16, Bacillus Cereus PN24) sont capables de biotransformer l’Eug, donnant lieu aux 
métabolites suivants: l’acide férulique, l’alcool coniférylique, l’aldéhyde coniférylique, la 
vanilline et l'acide vanillique (Overhage et al., 2003). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 24: Biotransformation de l’eugénol (a) (Overhage et al., 2003) et de l’isoeugénol (b) en 
vanilline (Rao et al., 1999).  

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4.2.3.6. Propriétés biologiques de l’HECG et de l’eugénol  
L’HECG et son composant majeur sont reconnus pour leurs diverses activités biologiques, ce qui 
les rend utiles pour des applications cosmétiques, agroalimentaires et pharmaceutiques. 
 
4.2.3.6.1. Propriété antibactérienne  
L’HECG et l’Eug sont principalement connus par leurs activités antibactériennes contre diverses 
souches des bactéries Grams négatifs (Salmonella Typhi (Devi et al., 2010), Salmonella enterica 
(Friedman et al., 2002 ; Gill et al., 2006), Salmonella enteritidis (Pan et al., 2012), Escherichia 
coli (Friedman et al., 2002 ; Gómez-Estaca et al., 2010 ; Hemaiswarya et al., 2009), Enterobacter 
aerogenes (Hemaiswarya et al., 2009 ; Wendakoon et al., 1993), Campylobacter jejuni 
(Friedman et al., 2002), Aeromonas hydrophila (Sutili et al., 2014), Proteus vulgaris 
(Hemaiswarya et al., 2009), Pseudomonas aeroginosa (Hemaiswarya et al., 2009 ; Walsh et al., 
2003), Pseudomonas fragi (Pan et al., 2012), Pseudomonas fluorescens (Gómez-Estaca et al., 
2010), Helicobacter pyroli (Ali et al., 2005), Saccharomyces cerevisiae (Liang et al., 2012), 
Shewanella putrefaciens (Gómez-Estaca et al., 2010), Photobacterium phosphoreum (Gómez-
Estaca et al., 2010)) et Grams positifs (Listeria monocytogenes (Gill et al., 2006 ; Friedman et 
al., 2002) Listeria innocua (Hill et al., 2013 ; Gómez-Estaca et al., 2010), Lactobacillus sakei 
(Gill et al., 2006), Lactobacillus acidophilus (Gómez-Estaca et al., 2010), Bacillus cereus 
(Hamed et al., 2012), Bacillus subtilis (Liang et al., 2012), Propionibacterium acnes (Fu et al., 
2009), Staphylococcus aureus (Walsh et al., 2003), Staphylococcus epidermis (Chaeib et al., 
2007), Streptococcus oralis (Sajomsang et al., 2012), Streptococcus mutans (Sajomsang et al., 
2012). L'effet bactéricide de l'Eug (Figure 25) semble être du à son caractère hydrophobe 
responsable de sa pénétration dans la bicouche lipidique de la membrane cellulaire des bactéries, 
conduisant à une altération de la membrane cytoplasmique voire même une augmentation de sa 
perméabilité non-sélective et une perte de l’intégrité membranaire et par conséquent une fuite 
des constituants intracellulaires (protéines, ions) aboutissant finalement à la mort cellulaire (Burt 
et al., 2004; Hemaiswarya et al., 2009; Devi et al., 2010). D’autre part, l'interaction des 
molécules hydrophobes avec les membranes cellulaires est connue pour affecter l'activité des 
enzymes liées à la membrane (Sikkema et al., 1995). En effet, l’Eug inhibe l’ATPase (Gill et al., 
2006). Il inhibe aussi directement les flagelles responsables de la motilité des cellules 
bactériennes par dissipation de gradient de protons de la membrane (Gill et al., 2006). De plus, la 
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présence du groupe hydroxyle sur l'Eug peut augmenter sa solubilité dans les suspensions 
aqueuses et améliorer sa capacité à passer à travers les portions hydrophiles de l'enveloppe 
cellulaire (Sikkema et al., 1995), et semble être essentiel pour l’activité antibactérienne de l’Eug 
(Wendakoon et al., 1993). Plusieurs études ont montré qu’une synergie d’action existe lorsque 
l’Eug est associé à d’autres antibiotiques tels que la vancomycine (Hemaiswarya et al., 2009), 
bêta-lactame (Hemaiswarya et al., 2009), streptomycine (Liu et al., 2015) et pénicilline (Gallucci 
et al., 2006). 
 
 
Figure 25: Mécanisme antibactérien de l’eugénol (Greige-Gerges et Sebaaly, 2015). 
 
4.2.3.6.2. Propriété antifongique 
L’Eug exerce une activité fongicide contre plusieurs espèces de champignons tels que 
Aspergillus spp (Bullerman et al., 1977), Penicillium citrinum (Vazquez et al., 2001), Candida 
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albicans (Sajomsang et al., 2012; Garg et al., 2011 ; Pinto et al., 2009), Saccharomyces 
cerevisiae (Khan et al., 2012), Spergillus flavus (Xing et al., 2012) et Rhizopus nigricans (Xing 
et al., 2012). L’effet antifongique de l’Eug semble aussi être du à son effet sur la membrane 
cellulaire (Cox et al., 2001). 
 
4.2.3.6.3. Propriété antivirale 
Il a été démontré que L’HECG possède une activité antivirale. En effet, elle inhibe la réplication 
du virus de l’hépatite C (Hussein et al., 2000) et spécifiquement l’activité de l’ADN polymérase 
du virus d’Herpès 1 (Kurokawa et al., 1998). L’Eug peut inhiber indirectement le virus d’Herpès 
1 et 2, suite à ses effets modulateurs sur les activités cellulaires de glutathion S transférase 
(Benencia et al., 2000). Une synergie d’action est démontrée in vitro entre l’Eug et l’acyclovir 
contre le virus d’Herpès (Benencia et al., 2000). Ceci permet de réduire les doses des composés 
potentiellement toxiques et la probabilité de l'apparition des virus résistants aux médicaments, 
augmentant ainsi la puissance antivirale (Barquero et al., 1977). 
 
4.2.3.6.4. Propriétés acaricide et insecticide 
L’Eug possède une activité insecticide contre Tribolium castaneum, Sitophilus. zeamais (Ho et 
al., 1994), Diabrotica barberi (Ladd et al., 1983 et Lampman et al., 1988), Psoroptes cuniculi 
(Perrucci et al., 1995), Giardia lamblia (Machado et al., 2011), les larves Culex pipiens (El Hag, 
1999), les moustiques Pediculus capitis (Yang et al., 2003), Anopheles dirus (Trongtokit et al., 
2005), les ruminants Haemonchus contortus (Pessoa et al., 2002). L’HECG montre une puissante 
activité acaricide contre les acariens Dermatophagoides farinae et Dermatophagoides 
pteronyssinus (Kim et al, 2003). La présence du groupement hydroxyle dans la molécule d’Eug 
et sa propriété anti-oxydante jouent un rôle crucial dans la réduction de la population des 
acariens (Kim et al., 2011; Kim et al., 2004; Tomaino et al., 2005).  
 
4.2.3.6.5. Propriété anti-tumorale 
L’HECG possède des activités anti-mutagéniques (Miyazawa et al., 2003) et anticancéreuses 
(Kouidhi et al., 2010). L’Eug inhibe la prolifération de nombreuses cellules cancéreuses, comme 
les cellules du cancer de mélanome en inhibant l’activité de transcription de E2F1 (Ghosh et al., 
2005), les cellules HL60 de la leucémie humaine (Yoo et al., 2005) et les cellules HCT-15 et HT-

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29 du cancer du cȏlon humain (Jaganathan et al., 2011). L’Eug provoque une diminution du 
potentiel de la membrane mitochondriale et une augmentation des radicaux oxygénés menant à la 
fragmentation de l’ADN et l’activation de p53 et de la caspase 3 (Jaganathan et al., 2011; Yoo et 
al., 2005). L’Eug provoque aussi l’apoptose des mastocytes via la translocation de p53 
phosphorylé en serine 15 vers les mitochondries et son interaction avec Bcl-2 et Bcl-xL (Park et 
al., 2005). A des concentrations élevées, l’Eug provoque une réduction de la tension de surface 
des membranes des érythrocytes chez les rats, entraînant une lyse membranaire (Manabe et al. 
1987). 
 
4.2.3.6.6. Effet anti-hépatotoxique 
L'effet hépato-protecteur de l’Eug contre l’hépato-toxicité des rats induite par le tétrachlorure de 
carbone a été également prouvé (Kumaravelu et al., 1995). En outre, l’Eug et le β-Crph sont 
capables d’induire l’enzyme glutathion S-transférase impliquée dans la détoxification au niveau 
des cellules hépatiques et intestinales (Zheng et al., 1992). 
 
4.2.3.6.7. Propriété anti-oxydante  
Le piégeage du radical DPPH• (2,2-diphényle-1-picrylhydrazyle) est une des méthodes utilisées 
pour déterminer l’activité anti-oxydante d’une molécule. Le DPPH• est un radical libre 
renfermant dans sa structure un électron non apparié sur un atome du pont d’azote. Le don d’un 
atome hydrogène ou d’un électron d’un antioxydant au DPPH• le réduit en 
diphénylpicrylhydrazine (DPPH-H) (Kim et al., 2009). La solution de DPPH• de couleur violette 
se transforme en jaune après réduction. La mesure de l’activité anti-oxydante d’un composé se 
fait en suivant la diminution de la coloration violette, due à la réduction du DPPH•, par 
spectrophotométrie à une longueur d’onde entre 515 et 518 nm.  
Plusieurs études ont montré que la forte activité anti-oxydante de l’HECG est due à la présence 
de l’Eug (Ruberto et al., 2000; Wei et al., 2010; Ozcan et al., 2011). En effet, Brand-Williams et 
al., 1995 ont expliqué que l’activité anti-oxydante de l’Eug peut se produire via trois mécanismes 
succédant la formation initiale du radical: 1) don au radical DPPH• d'un deuxième atome 
d'hydrogène suite à la délocalisation électronique sur le groupe para-substitué ; 2) dimérisation 
entre deux radicaux phénoxyles suivie d’une régénération de deux groupes hydroxyles capables 
d'interagir de nouveau avec DPPH•, grâce à un transfert intramoléculaire d’H•. Le dimère 
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dehydrodieugénol est révélé être le produit de réaction principal entre le radical DPPH• et l’Eug, 
contribuant à l'activité anti-oxydante de ce dernier (Bortolomeazzi et al., 2010). 3) formation 
d'un complexe entre un radical DPPH• et un radical aryl (Figure 26). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 26: Voies réactionnelles de l’eugénol avec le radical DPPH•. Les réactions [1], [2] et [3] 
correspondent respectivement à un don d’un second atome d’hydrogène, à une dimérisation et à 
une complexation (Brand-Williams et al., 1995). 
 
4.2.3.6.8. Propriété analgésique  
L’activité analgésique de l’Eug est due à sa capacité de se lier sur les récepteurs de capsaïcine, 
autrement nommés les récepteurs vanilloïdes, et spécifiquement sur TRPV1 (transient receptor 
potential vanilloid 1) et de les bloquer (Ohakubo et al., 1997; Yang et al. 2003). L'Eug interagit 
avec les neurotransmetteurs impliqués dans la transmission de la douleur, avec un effet agoniste 
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sur les récepteurs γ-aminobutyrique (GABAA) et un effet antagoniste sur les récepteurs de 
glutamate NMDA (N-méthyl-D-aspartate) (Aoshima et al., 1999; Wie et al., 1997). Il inhibe 
aussi les canaux Ca2+ (Lee et al., 2005), Na+ (Cho et al., 2008) ainsi que la lipoxygénase, une 
enzyme métabolisant les lipides, qui produit des métabolites induisant la douleur (leucotriène B4, 
l’acide 12-hydroxyperoxyeicosatetraenoique (12 HPETE), 15-HPETE ou 15 lipoxygénase 
métabolite) (Trang et al., 2004). 
 
4.2.3.6.9. Effet neuroprotecteur 
Il a été démontré que l’Eug est neuroprotecteur via différents mécanismes. Il atténue la 
neurotoxicité induite par NMDA (Wie et al., 1997) et protège les neurones hippocampiques de 
l'ischémie globale par son action hypothermique (Won et al., 1998). L’Eug protège également les 
cellules PC-12 contre les effets toxiques du peptide β-amyloïde, qui forme la plaque sénile dans 
la maladie d'Alzheimer (Irie et al., 2003). Il inhibe la transmission du potentiel d'action dans les 
nerfs sciatiques (Kozam, 1977), et attenue les complications vasculaires et neuronales chez les 
rats diabétiques (Nangle et al., 2006). L’Eug supprime les potentiels de champ épileptiforme et la 
dépression dans l'hippocampe et le néocortex. L’utilisation de l’Eug dans le traitement de 
l'épilepsie et la douleur céphalique est ainsi suggérée (Müller et al., 2006). 
 
4.2.3.6.10. Propriété anti-inflammatoire  
Plusieurs études ont montré que l’Eug et l’HECG présentent une activité anti-inflammatoire. Ils 
inhibent la cyclooxygénase 2 (COX-2) (Lee et al., 2007, Kim et al., 2003; Kaur et al., 2010; 
Magalhães et al., 2010), la production de l'oxyde nitrique (Kaur et al., 2010) et les interleukines 
IL-1 β (Rodrigues et al., 2009; Bachiega et al., 2012; Lee et al., 2007) IL-6 (Rodrigues et al., 
2009; Bachiega et al., 2012; Kaur et al., 2010) et augmentent l’expression des interleukines IL-
10 (Bachiega et al., 2012) chez les macrophages. Ils inhibent également plusieurs autres 
marqueurs inflammatoires tels que la leucotriène C4 (Raghavenra et al., 2006), la prostaglandine 
E2 (Kaur et al., 2010; Lee et al, 2007; Bennet et al., 1988), le facteur nucléaire kappa B (NF-kB) 
(Kaur et al., 2010; Bachiega et al., 2012; Magalhães et al., 2010) et le TNF (tumor necrosis 
factor) (Magalhães et al., 2010; Lee et al., 2007). L’Eug a montré chez le rat une activité anti-
inflammatoire en inhibant le développement de l'œdème au niveau de la patte induit par les 
carraghénanes (Bennet et al., 1988).  
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4.2.3.6.11. Propriétés anti-diarrhéique et anti-ulcère  
L’Eug est utilisé pour le traitement de l'ulcère et la diarrhée. Il inhibe l’activité du muscle lisse in 
vitro, le transit intestinal des rats, l’accumulation du fluide intestinal induit par la prostaglandine 
E2 et la diarrhée (Bennet, 1988).  
De plus, l’Eug inhibe d’une manière dose dépendante l’ulcère gastrique induit par l’éthanol et le 
facteur d’activation des plaquettes (Platelet Activating Factor, PAF). L’Eug exerce son activité 
anti-ulcère non seulement suite à sa propriété anti-PAF mais aussi grâce à ses effets 
antioxydants, puisque l’O2 est impliqué dans les dommages des tissus induits par le PAF 
(Capasso et al., 2000). Une autre étude a montré que l’effet gastroprotecteur de l’HECG et de 
l’Eug est plutôt basé sur leur capacité à stimuler la synthèse du mucus, un facteur important de 
gastroprotection (Santin et al., 2011). 
 
4.2.3.7. Applications de l'HECG et de l'Eug 
4.2.3.7.1. Application cosmétique  
L’HECG a été largement utilisé en tant qu’agent odorant pour des applications cosmétiques. 
L’Eug est un composant de crèmes, savons, détergents, parfums et lotions sur le marché des 
Etats Unis (Opdyke, 1975) et de déodorants sur les marchés européens (Rastogi et al., 1998).  
 
4.2.3.7.2. Application thérapeutique 
L’Eug mélangé avec de l'oxyde de zinc est utilisé par les dentistes soit sous forme d'une pâte ou 
bien d'un mélange de ciment dentaire, comme un agent sédatif et aussi pour traiter les caries, les 
saignements des gencives et les gingivites (Markowitz et al., 1992).  
 
4.2.3.7.3. Application agroalimentaire 
L’Eug a été approuvé par la Commission européenne en tant qu’agent de saveur (Burt, 2004). Il 
est largement utilisé dans des produits alimentaires comme les aliments cuits, les bonbons, les 
boissons et les produits laitiers congelés (Baskaran et al., 2010). Ponce et al., 2011 suggère la 
possibilité d’utilisation des HEs y compris l’HECG, de romarin et d’arbre à thé comme 
bioconservateurs dans les aliments vue leur capacité à réduire ou à éliminer les bactéries 
pathogènes, et donc à étendre la durée de conservation des produits alimentaires (Ponce et al., 
2011). 
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En addition, l'incorporation de l’Eug ou l’HECG dans différents systèmes d’encapsulation 
détaillés dans le chapitre 5 ont amélioré leurs activités antimicrobienne (Hill et al., 2013; Hamed 
et al., 2012; Chen et al., 2009; Shah et al., 2012, 2013; Perez-Coneza et al., 2011; Kriegel et al., 
2010) et anti-oxydante (Chen et al., 2009; Woranuch et al., 2013 a, b; Jung et al., 2006). Ceci les 
rend appropriés pour des applications d'emballage actif en inhibant la croissance bactérienne et 
les espèces oxygénées, empêchant par conséquent la détérioration des aliments. En outre, il a été 
démontré, à un degré d’humidité relativement élevé, que les molécules d'eau interagissent avec 
les groupes polaires des complexes d'inclusion CD/Eug, conduisant à un complexe moins stable 
ce qui provoque par conséquent la libération de l’Eug dans l'environnement. Ce mécanisme 
pourrait être utile pour produire un emballage antimicrobien actif, et donc protéger les fruits et 
les légumes fraîchement coupés contre la croissance bactérienne (Ayala-Zavala et al., 2008). 
 
De plus, les films comestibles incorporant les HEs ont été utilisés pour améliorer la sécurité 
alimentaire et prolonger la durée de vie des aliments en contrôlant la libération des 
antimicrobiens sur des surfaces alimentaires (Pan et al., 2012; Du et al., 2009). L’HECG a été 
incorporée dans différentes matrices et a été évaluée contre différents agents pathogènes dans les 
aliments. En effet, les films comestibles d'hydroxypropylméthylcellulose encapsulant 
chitosan/HECG présentent une forte activité antimicrobienne contre différentes bactéries 
pathogènes comme E. coli, S. aureus et L. monocytogenes (Nonsee et al., 2011). Les films 
comestibles des isolats de protéines de lactosérum incorporant l’HECG étaient efficaces contre 
les bactéries Gram-positif (Listeria innocua, Staphylococcus aureus), les bactéries Gram-négatif 
(Salmonella enteritidis, Pseudomonas fragi) (Pan et al., 2012) et les souches microbiennes qui se 
développent lors du stockage du poulet provoquant son altération (bactéries aérobies mésophiles, 
entérobactéries, les bactéries lactiques et Pseudomonas spp) (Pan et al., 2013). Ceci suggère 
leurs applications pour la conservation de la viande et de la volaille réfrigérées. Les films 
comestibles à base de gélatine/chitosan incorporant l’HECG inhibent Pseudomonas fluorescens, 
Shewanella putrefaciens, Photobacterium phosphoreum, Listeria innocua, Escherichia coli et 
Lactobacillus acidophilus (Gómez-Estaca et al., 2010). Lorsqu'ils sont appliqués sur des 
poissons réfrigérés, ces mêmes films retardent ou empêchent la croissance des bactéries Gram-
négatif, surtout les entérobactéries (Gómez-Estaca et al., 2010). Du et al., 2009 développent des 
films comestibles à base de purée de pomme contenant l’HECG efficaces contre E. coli, S. 
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enterica et L. monocytogenes. Par conséquent, ces études suggèrent l’application de l’HECG en 
tant que produit actif dans des matériaux d'emballage pour la conservation de la qualité d'une 
variété d'aliments. 
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Chapitre 5 : Systèmes d’encapsulation de l’huile essentielle de clou de girofle 
et de l’eugénol 
 
5.1. Introduction 
Malgré leurs nombreuses propriétés, la faible solubilité aqueuse, la volatilité et la 
photosensibilité de l’HECG et de l’Eug ont constitué des obstacles à leur application. Pour cette 
raison, de nombreuses équipes se sont intéressées à développer des systèmes de protection de 
cette huile pour bénéficier des propriétés de ses composés (Sajomsang et al., 2012; Choi et al., 
2009; Wang et al., 2011; Garg et al., 2011). Différents systèmes ont été utilisés pour encapsuler 
l’Eug, mais peu de systèmes concernent l’encapsulation de l’HECG.  
Un livre portant sur les différents systèmes d’encapsulation de l’HECG et de l’Eug et leurs 
méthodes de préparation a été préparé (Greige-Gerges et Sebaaly, 2015). Les caractéristiques 
physico-chimiques et biologiques de la forme encapsulée de ces deux principes actifs sont 
détaillées dans ce livre (Greige-Gerges et Sebaaly, 2015). Nous présentons dans ce chapitre un 
résumé de la plupart des études incluses dans ce livre. 
En outre, l’encapsulation de l’Eug a montré une amélioration de la solubilisation et une 
protection contre l’oxydation et la dégradation de l’Eug. Un profil de libération de l’Eug contrôlé 
et une amélioration de ses activités biologiques, notamment antibactérienne, muco-adhésive, 
acaricide et antifongique ont été également démontré (Greige-gerges et Sebaaly, 2015).  
 
5.2. Complexes d’inclusion 
Les CDs natives (α-, β-et γ-CD) et leurs dérivés (HP-β-CD, Dimeb, Rameb, Crysmeb et HE-β-
CD) ont été utilisés pour former des complexes d’inclusion avec l’Eug et l’HECG. Ces 
complexes d’inclusion sont préparés soit par dissolution dans une phase aqueuse (Yang et al., 
2005; Bethanis et al., 2013), soit par lyophilisation (Choi et al., 2009; Seo et al., 2010; 
Nuchuchua et al., 2009; Hill et al., 2013; Wang et al., 2011, Liang et al., 2012; Kfoury et al., 
2014) ou bien par fluide supercritique CO2 (Locci et al., 2004). Les caractéristiques des 
complexes d’inclusion d’Eug et d’HECG sont détaillées ci-dessus.  
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5.2.1. Mise en évidence de la formation du complexe d’inclusion 
Les spectroscopies infrarouge (FTIR), fluorescence et UV-Vis ont mis en évidence la formation 
du complexe d’inclusion dans un rapport hôte / invité (CD / Eug) 1/ 1 (Yang et al., 2005; 
Nuchuchua et al., 2009; Zhan et al., 2008). Les paramètres thermodynamiques déterminées par 
calorimétrie différentielle à balayage (DSC) fournissent aussi des preuves de l'inclusion de l’Eug 
au sein des CDs (Hill et al., 2013; Zhan et al., 2008). Il a été démontré que les CDs forment des 
complexes d’inclusion avec l’Eug à pH acide et neutre (Zhan et al., 2008). 
 
5.2.2. Détermination de la constante de formation 
La spectroscopie de fluorescence a permis de déterminer la constante de formation (Kf) entre 
l’Eug et la CD. En effet, les dérivés de la β-CD possèdent une capacité de liaison avec l’Eug plus 
forte que la β-CD native où les valeurs de Kf étaient dans l'ordre suivant : HP-β-CD> Dimeb > 
HE-β-CD > β-CD (Zhan et al., 2008). Kfoury et al., 2014 ont montré que la β-CD et ses dérivés 
ont une meilleure capacité de complexation avec l’Eug que l’α-CD, avec la constante de 
formation la plus élevée obtenue avec le Rameb (Kfoury et al., 2014). Selon Yang et al., 2005, la 
β-CD possède la KF la plus élevée en comparant aux autres CDs natives et son dérivé Dimeb en 
suivant cet ordre : β-CD> ɣ-CD> Dimeb > α-CD (Yang et al., 2005).  
 
5.2.3. Protection de l’Eug 
La DSC et l’analyse thermogravimétrique (Thermogravimetric analysis, TGA) ont montré que 
l’Eug est stabilisé et protégé contre la dégradation thermique à l'intérieur de la cavité de la CD 
(Nuchuchua et al., 2009; Hill et al., 2013; Wang et al., 2011). Les complexes d’inclusion avec β-
CD/Eug ont montré un effet protectif contre l’oxydation de l’Eug par la lumière plus élevé que 
celui obtenu avec les complexes d’inclusion HP-β-CD/Eug (Choi et al., 2009) 
 
5.2.4. Augmentation de la solubilité aqueuse de l’Eug 
La présence des CDs améliore la solubilité de plusieurs HEs, y compris l’Eug (Kfoury et al., 
2014 ; Hill et al., 2013 ; Liang et al., 2012), et l’HECG (Hill et al., 2013). Les dérivés de la β-
CD, particulièrement le Rameb (Kfoury et al., 2014) et l’HP-β-CD (Liang et al., 2012) sont des 
agents de solubilisation de l’Eug plus efficaces que la β-CD native (Kfoury et al., 2014 ; Liang et 
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al., 2012). De plus, la solubilité de l’Eug augmente avec l’augmentation de la concentration de β-
CD et de la température (Hill et al., 2013). 
 
5.2.5. Détermination de l’efficacité d’encapsulation de l’Eug 
L’efficacité d’encapsulation de l’Eug dans la β-CD est comparée avec celle de l’HECG dans la 
β-CD et avec celle de l’Eug dans l’HP-β-CD (Tableau 8). Malgré la petite différence obtenue 
entre l’efficacité d’encapsulation de l’Eug dans la β-CD (90,90 %) et celle dans son dérivé l’HP-
β-CD (89,10 %), Choi et al., 2009 indiquent que la β-CD était plus efficace que l’HP-β-CD pour 
l’encapsulation de l’Eug. Ceci est expliqué par la présence de la chaîne latérale du groupe 
hydroxypropyle hydrophile empêchant l’inclusion de l’Eug dans la cavité d’HP-β-CD (Choi et 
al., 2009). Hill et al., 2013 ont montré que l’efficacité d’encapsulation de l’Eug (90,15 %) est 
plus élevée que celle de l’HECG (77,74 %) dans la β-CD. Ceci indique que les autres 
constituants de l’HECG entre en concurrence avec l’Eug pour l’inclusion au sein de la β-CD 
(Hill et al., 2013). Selon Seo et al., 2010, l’efficacité d’encapsulation de l’Eug, le rendement 
d’encapsulation et le pourcentage de la perte de l’Eug du complexe d’inclusion β-CD / Eug après 
lyophilisation étaient respectivement égales à 91,74 ; 58,4 et 10,08 %. Les résultats obtenus 
indiquent une forte interaction entre l’Eug et la β-CD suffisante pour conserver et protéger le 
complexe durant la lyophilisation (Seo et al., 2010). 
 
Tableau 8 : Caractéristiques des complexes d’inclusion d’Eug et d’HECG. Ce tableau présente 
uniquement les études où la taille et le pdI ont été déterminés. 
CD/ principe actif 
Rapport molaire 
Méthode de 
préparation 
Taille (nm) pdI EE 
(%) 
Efficacité Références 
β-CD/ Eug 
HP-β-CD/Eug 
1/1 
Lyophilisation 319 ± 5,1 
312 ± 5,3 
0,27±0,01 
0,44±0,01 
90,90 
89,10 
Protection contre 
l’oxydation 
Choi et al., 
2009 
β-CD/ Eug 
1/1 
Lyophilisation 343 ± 1,21 0,30±0,00 91,74 Non déterminé Seo et al., 
2010 
β-CD/ Eug 
β-CD/HECG 
1/1 
Lyophilisation 860 ± 0,01 
1398 ± 0,56 
0,00 ± 0,00 
0,27±0,21 
90,15 
77,74 
Antibactérienne Hill et al., 
2013 
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5.2.6. Détermination de la taille 
Les complexes d’inclusion d’Eug et d’HECG préparés par la lyophilisation présentent des 
valeurs de taille élevées (Tableau 8). Les auteurs expliquent la grande taille obtenue par la 
formation des agglomérats (Hill et al., 2013; Choi et al., 2009) comme une conséquence de 
l'auto-assemblage de la β-CD dans l'eau (Seo et al., 2010).  
 
5.2.7. Profil de libération de l’Eug 
Pour tous les complexes d'inclusion (α-CD, β-CD, ɣ-CD et HP-β-CD / Eug), le profil de 
libération de l’Eug, dans un tampon de Na2HPO4, KH2PO4 et NaCl à pH 6,8 et 32 °C a montré 
une libération initiale brusque suivie d'une libération prolongée (Nuchuchua et al., 2009). La 
quantité de l’Eug libérée à partir du complexe d’inclusion α-CD / Eug (100 %) était supérieure à 
celle libérée à partir des complexes β-CD/Eug et HP-β-CD/Eug (70 %) à 24 h (Nuchuchua et al., 
2009). Selon Wang et al., 2011, le pourcentage de perte de l’Eug à partir de la β-CD ne dépassait 
pas les 10 % du poids initial lorsque le complexe d’inclusion β-CD/Eug a été placé pendant 4 
semaines sous 25 °C et 75 % d'humidité (Wang et al., 2011). De plus, Seo et al., 2010 ont 
démontré qu’une augmentation de l’humidité et de la température de stockage augmentent la 
vitesse de libération de l’Eug dans les poudres obtenues par lyophilisation, en raison de la 
dissociation de la β-CD provoquée par une augmentation de l'absorption d'eau (Seo et al., 2010). 
 
5.2.8. Mécanisme de formation du complexe CD /Eug 
Le mécanisme de formation du complexe CD /Eug a été élucidé par spectroscopie de résonance 
magnétique nucléaire (RMN). La formation du complexe implique des interactions hydrophobes 
causées par le remplacement des molécules d'eau avec l’Eug dans la cavité de la β-CD, des 
interactions de Van der Waals et des liaisons hydrogène (Nuchuchua et al., 2009; Zhan et al., 
2008). Les atomes d'hydrogène sur les carbones C3 et C5 de l'unité de glucose de la β-CD, situés 
dans la cavité hydrophobe, sont directement impliqués dans l'interaction hôte-invité (Locci et al., 
2004).  
 
Il a été proposé que le cycle aromatique de l’Eug pénètre dans la cavité des CDs de l’entrée large 
du cône, laissant les groupements hydroxyle (OH) et méthoxy (MeO) à l'extérieur (Locci et al., 
2004; Yang et al., 2005; Kfoury et al., 2014). L’Eug est incorporé à l'intérieur de la cavité de CD 
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avec son groupe allyle soit plié vers le cycle aromatique (Figure 27, mécanisme 1) (Locci et al., 
2004) soit projeté à l'extérieur de l’entrée étroite de la cavité des CDs (Figure 27, mécanisme 2) 
(Yang et al., 2005). Le cycle aromatique de l’Eug est entièrement transloqué dans la cavité 
hydrophobe de la β-CD (Nuchuchua et al., 2009; Zhan et al., 2008) et de l’HP-β-CD (Nuchuchua 
et al., 2009). En revanche, il est soit partiellement incorporé dans la cavité hydrophobe de l’α-CD 
(Nuchuchua et al., 2009) ou bien ne peut pas entrer en raison de la taille relativement faible de la 
cavité d’α-CD (Yang et al., 2005). De plus, la ɣ-CD est défavorable pour l'interaction avec l’Eug, 
probablement en raison de sa grande cavité (Nuchuchua et al., 2009). Pour Dimeb, la présence 
des groupements méthyls autour de l'extrémité des deux côtés de la cavité empêche la formation 
du complexe d'inclusion Dimeb /Eug (Yang et al., 2005). D’autre part, selon le type de CD 
utilisé, Nuchuchua et al., 2009 ont montré par modélisation moléculaire que l’Eug pourrait 
également être adsorbé sur la surface hydrophile des CDs comme suit α-CD> HP-β- CD> β-CD. 
 
En utilisant la diffraction des rayons X et la modélisation moléculaire, Bethanis et al., 2013 ont 
proposé un autre mode de complexation entre l’Eug et la β-CD dans un rapport molaire Eug: CD 
1,5: 1 (Figure 27, mécanisme 3). Deux molécules d'hôtes de β-CD forment par des liaisons 
hydrogène des dimères. Une molécule d’Eug se retrouve allongée entre les dimères β-CD dans 
un mode en sandwich tandis que les deux autres molécules d’Eug sont situés symétriquement à 
l'extérieur du côté étroit des hôtes, avec seulement leur groupement allyle hydrophobe situé à 
l'intérieur des cavités des CDs (Figure 27, mécanisme 3). Par conséquent, le rapport 
stoechiométrique de l'invité /hôte (Eug /β-CD) est de 3/2 (Bethanis et al., 2013). 
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Figure 27: Différents mode de complexation entre l’eugénol et les cyclodextrines (Greige-
Gerges et Sebaaly, 2015). 




5.3. β-CDs quaternizées greffées avec du chitosan encapsulant l’Eug 
Sajomsang et al., 2012 ont préparé des β-CDs quaternizées greffées avec du chitosan (QCD-g-
CS) pour encapsuler l’Eug (Figure 28a). Le degré de substitution de la β-CD dans QCD-g-CS est 
de 5, 11 et 23 % pour QCD5-g-CS, QCD11-g-CS and QCD23-g-CS, respectivement. Des QCD-
g-CS sont également préparées en présence de l’acide citrique (QCDCA22-g-CS) (Figure 28b) 
(Sajomsang et al., 2013). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 28: β-CDs quaternizées greffées avec du chitosan QCD-g-CS (a) (Sajomsang et al., 
2012), en présence de l’acide citrique QCDCA22-g-CS (b) (Sajomsang et al., 2013). 
 
Il a été démontré que des agrégats de QCD-g-CS sont formés dans les solutions aqueuses, 
particulièrement avec QCD5-g-CS, QCD11-g-CS (Sajomsang et al., 2012), aboutissant à des 
valeurs d’efficacité d’encapsulation d’Eug les plus élevées (Tableau 9). La présence de l’acide 
citrique a entraîné l’adsorption de l’Eug sur QCDCA22-g-CS et non pas à l’intérieur de la cavité 
de la β-CD, ce qui résulte d’une faible efficacité d’encapsulation d’Eug (35,8 %) en comparant à 
QCD23-g-CS (59,3 %) (Tableau 9) (Sajomsang et al., 2013).  
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Tableau 9: Caractéristiques des β-CDs quaternizées greffées avec du chitosan encapsulant 
l’Eug. 
Système 
d’encapsulation 
Taille (nm) EE (%) Efficacité Références 
QCD5-g-CS 1024±56 63,8±1,3 Antibactérienne 
Muco-adhésive 
 
Sajomsang et al., 2012 QCD11-g-CS 1122±98 77,5±7,4 
QCD23-g-CS 657±45 59,3±2,4 
QCDCA22-g-CS non déterminé  35,8±2,1 Cyto-toxicité 
Muco-adhésive 
Sajomsang et al., 2013 
 
L’Eug est encapsulé à la fois dans la cavité hydrophobe de la β-CD et du noyau hydrophobe des 
agrégats de QCD-g-CS. L’Eug peut également s’adsorber sur la surface externe du QCD-g-
CS/Eug (Sajomsang et al., 2012). Le profil de libération de l’Eug dans le méthanol et le tampon 
de Na2HPO4, KH2PO4 et NaCl à pH 6,8 et 32 °C a montré une libération rapide de l’Eug adsorbé 
sur QCDCA22-g-CS, suivie par une libération retardée correspondante à la libération de l’Eug 
du complexe d'inclusion et du noyau hydrophobe de QCD23-g-CS (Sajomsang et al., 2013). 
 
Les β-CDs quaternizées greffées avec du chitosan encapsulant l’Eug présentent des activités 
antimicrobienne contre les souches de Streptococcus oralis et Streptococcus mutans et 
antifongique contre Candida albicans supérieures à celles des QCD-g-CS (Sajomsang et al., 
2012). La présence donc à la fois de l’Eug et du QCD-g-CS a aboutit à un effet synergique. En 
addition, la présence de l’acide citrique améliore l’activité muco-adhésive. En effet, les 
QCDCA22-g-CS présentent une activité muco-adhésive supérieure à celle des QCD23-g-CS en 
raison des interactions électrostatiques entre les charges positives de la CDQ-g-CS et les charges 
négatives de la mucine et des liaisons hydrogène, tandis que, l’activité muco-adhésive de 
QCD23-g-CS est produite uniquement par des interactions électrostatiques (Sajomsang et al., 
2013). L’activité muco-adhésive dépend également de la viscosité des QCDg-CS (Sajomsang et 
al., 2012). Les QCD11-g-CS exercent une activité muco-adhésive plus prononcée que celle des 
QCD5-g-CS et QCD23-g-CS, qui est due à la fois aux interactions électrostatiques et à leur haute 
viscosité (Sajosmang et al., 2012). Par conséquent, l’activité muco-adhésive est classée selon 
l’ordre suivant: QCD11-g-CS> QCD5-g-CS> QCD23-g-CS (Sajosmang et al., 2012). 
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5.4. Nanofibres à base d’alcool polyvinylique encapsulant des complexes d’inclusion d’Eug 
Des systèmes supramoléculaires des nanofibres à base d’alcool polyvinylique (PVA) encapsulant 
des complexes d’inclusion d’Eug (PVA-CD/Eug) sont préparés par électrofilature 
« electrospinning » (Kayaci et al., 2013). Les PVA-CD/Eug ont montré des tailles supérieures à 
celles des PVA nanofibres témoins ou encapsulant l’Eug (PVA-Eug), probablement due aux 
interactions entre la chaîne du polymère PVA et l’Eug et les CDs.  En effet, le diamètre des 
fibres était de 360 ± 50, 440 ± 90, 520 ± 120, 610 ± 110, 540 ± 150 nm pour respectivement les 
PVA nanofibres témoins, PVA-Eug, PVA-α-CD/Eug, PVA-β-CD/Eug et PVA-γ-CD/Eug 
(Kayaci et al., 2013). En comparant à l’Eug libre, les PVA-β-CD/Eug et les PVA-γ-CD/Eug ont 
montré une vitesse de libération contrôlée, plus lente et une stabilité thermique plus élevée à des 
hautes températures (Kayaci et al., 2013). 
 
5.5. Micelles  
La préparation et la caractérisation des micelles encapsulant l’Eug sont décrites en détail dans 
notre ouvrage (Greige-Gerges et Sebaaly, 2015). 
Différents types d’agents tensioactifs (Tween 20, Tween 80, Surfynol 465, Surfynol 485W, 
dodécyl sulfate de sodium (SDS), hexadécyle poly (oxyéthylène) éthers, SDS combiné à 
l’hexadécyle poly (oxyéthylène) éther, pentaéthylène glycol mono n-décyl éther) ont été utilisés 
pour encapsuler l’Eug et l’HECG dans des micelles. La taille des micelles dépend du type 
d’agent tensioactif utilisé et augmente avec une concentration croissante en Eug (Edris et al., 
2012 ; Suriyarak et al., 2014) (Tableau 10). Ceci peut être dû à: 1) l'intégration de l’Eug à 
l'intérieur du cœur hydrophobe et / ou à l’interface des micelles; 2) un changement de la forme 
des micelles en vésicules sphériques, cylindriques, allongées en forme de tige ou des structures 
lamellaires planes (Gayinsky et al., 2008); 3) la capacité de l’Eug à réduire la tension de surface 
entre les deux phases. A des concentrations élevées, les gouttelettes croissent en taille en raison 
de coalescence rapide après homogénéisation (Suriyarak et al., 2014). 
 
5.5.1. Localisation de l’Eug dans les micelles 
Par 1H-RMN, il a été signalé que l’Eug réside à l'interface hydrophobe / hydrophile (eau-micelle) 
(Suratkar et al., 2000). Le groupement hydroxyle de l’Eug interagit avec les têtes polaires des 
agents tensioactifs et de la phase aqueuse, ce qui suggère l'insertion de l’Eug entre les 
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monomères tensioactifs, formant ainsi une monocouche mixte tensioactif/Eug à l'interface 
(Gayinsky et al., 2008; Tchakalova et al., 2008 a). 
 
Tableau 10 : Caractéristiques des micelles encapsulant l’HECG ou l’Eug et des nanofibres. Ce 
tableau présente uniquement les études où la taille et le pdI ont été déterminés.  
Composition 
Eau/HE/Tensioactif 
Méthode de 
préparation 
[HE] 
(wt%) 
Taille 
(nm) 
pdI Efficacité Références 
Eau/HECG/Tween 20 Solubilisation 1,1 7,9±0,05 0,12 Antioxydante 
Antibactérienne 
Hamed et 
al., 2012 
Eau/HECG/Tween 20 
Eau/HECG/Tween 80 
Solubilisation 1 
1 
7,9±0,08 
16,3±0,1 
0,16 
0,21 
ND Edris et al., 
2012 
Eau/Eug/Surfynol 
465 
 
 
Solubilisation 
 
0,1 5,59±0,04 0,051  
 
Antibactérienne 
 
Gayinsky 
et al., 2008 
0.85 16,45±0,35 0,099 
Eau/Eug/Surfynol 
485W 
0,1 4,9±0,15 0,177 
0,95 8,28±0,02  
Eau/Eug/SDS Solubilisation 0,78 40 ND Protection contre 
les irradiations 
Watabe et 
al., 2013 
Eau/Eug/Tween 20 et 
n-alcane 
Solubilisation-
microfluidisation 
1-50 61-140 ND Antibactérienne Suriyarak 
et al., 2014 
Nanofibres à base 
d’alcool 
polyvinylique 
encapsulant des 
Surfynol 465 micelles 
d’Eug 
Solubilisation-
électrofilature 
0,75 
1,5 
51±21 
126±56 
ND Antibactérienne Kriegel et 
al., 2009 ; 
2010 
ND : non déterminé. 
 
5.5.2. Stabilité des micelles encapsulant l’Eug 
Des études ont révélé que les micelles encapsulant l’Eug ou l’HECG sont thermodynamiquement 
stables (Edris et al., 2012; Gayinsky et al., 2008). Suriyarak et al (2014) ont montré que la 
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stabilité des micelles encapsulant l’Eug dépend de la concentration en Eug. Dû au phénomène de 
coalescence, les micelles sont instables à des concentrations en Eug élevées (30-100 %). D’autre 
part, les micelles composées de n-dodécane, du sel protoporphyrine disodium IX et du SDS 
encapsulant l’Eug étaient instables lorsqu’elles ont été exposées aux irradiations. Après 60 min 
d'irradiation, la taille des micelles augmente de 40 à 80 nm et la concentration en Eug diminue en 
raison de la décomposition de l’Eug par 1O2. En effet, suite à l'exposition à la lumière, le sel de 
protoporphyrine disodium IX (hydrophile) libère de l’1O2 dans la phase aqueuse. L’Eug localisé 
avec les SDS à l'interface entre les gouttelettes d'huile et la phase aqueuse externe sera oxydé par 
l’1O2, déstabilisant ainsi les micelles (Watabe et al., 2013). 
 
5.5.3. Nanofibres à base d’alcool polyvinylique encapsulant des micelles d’Eug 
Kriegel et al., 2009 ont préparé des nanofibres à base d’alcool polyvinylique encapsulant des 
micelles d’Eug formées à partir du tensioactif Surfynol 465, dont la taille augmente avec des 
concentrations croissantes en Eug. Les auteurs ont suggéré qu’une certaine quantité d’Eug a été 
incorporée à l'intérieur des nanofibres. Une fois saturées, les molécules d’Eug restantes se 
localisent à l'extérieur des fibres (Kriegel et al., 2010). L’étude de libération in vitro dans un 
tampon tris HCl à pH 7 et 25 °C a montré une libération rapide suivie d’une libération retardée. 
Ceci confirme la localisation de l’Eug à l’intérieur et à la surface de ces nanofibres (Kriegel et 
al., 2010).  
Les nanofibres encapsulant les micelles d’Eug exercent une activité antibactérienne plus forte 
que les micelles d’Eug. Celle-ci peut être attribuée à la libération contrôlée de l’Eug des 
nanofibres (Kriegel et al., 2010). D’autre part, ces nanofibres inhibent efficacement L. 
monocytogenes et S. thyphimirium avec une inhibition plus prononcée contre les bactéries Gram-
, suite aux interactions qui peuvent avoir lieu entre les micelles formées de Surfynol 465 et les 
lipopolysaccharides des bactéries Gram - (Kriegel et al., 2010). 
 
5.6. Liposomes 
Les liposomes formés d’EPC (Reiner et al, 2013), lécithine de jaune d’œuf (Pandey et al., 2006) 
ou DPPC (Manabe et al., 1987; Fujisawa et al., 1988) encapsulant l’Eug ont été préparés par la 
méthode d’hydratation du film lipidique suivie par une sonication (Fujisawa et al., 1988; Reiner 
et al., 2013) ou une extrusion à travers des membranes de polycarbonate (Pandey et al., 2006). 
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Ces liposomes ont servi pour étudier l’effet de l’Eug sur la membrane lipidique. En utilisant la 
DSC, il a été prouvé que l’Eug interagit par son groupe allyle (-CH2-CH=CH2) avec la partie 
lipophile de la bicouche (chaînes hydrocarbonées de la DPPC) (Fujisawa et al., 1988), entraînant 
une diminution de la température de transition de la DPPC (Manabe et al., 1987; Fujisawa et al., 
1987) et des quantités d’énergie absorbées au cours de la transition (ΔHm) (Fujisawa et al., 
1987). Les auteurs ont suggéré une augmentation de la fluidité de la membrane induite par l’Eug 
(Fujisawa et al, 1988). De plus, Reiner et al., 2013 ont démontré, par 1H RMN, la localisation de 
cinq composés phénoliques, y compris l’Eug dans la région entre les groupes polaires de la 
phosphatidylcholine de jaune d’œuf (molécule de choline), le squelette de glycérol et les 
premiers atomes des chaînes hydrocarbonées.  
Pandey et al., 2006 ont démontré que l'Eug empêche les dommages oxydatifs de la membrane 
liposomiale ou microsomiale induits par des rayons gamma et inhibe la formation de 
malondialdéhyde et l’augmentation des phospholipases C (Pandey et al., 2006).  
Les caractéristiques des liposomes encapsulant l’HECG et l’Eug en terme de taille, pdI, potentiel 
zêta, efficacité d’encapsulation des constituants de l’HECG n’ont pas été encore déterminées. Le 
Tableau 11 résume toutes les études concernant l’encapsulation de l’Eug dans les liposomes. 
 
Tableau 11 : Caractéristiques des liposomes encapsulant l’HECG et l’Eug. 
Composition 
liposomiale 
Méthode de préparation Efficacité Références 
Lécithine de jaune 
d’œuf/Eug 
Hydratation du film lipidique + 
extrusion 
Stabilité contre l’oxydation 
et l’irradiation par des 
rayons gamma 
Pandey et al., 
2006 
DPPC/Eug Hydratation du film lipidique  Interaction avec la 
membrane 
Manabe et al., 
1987 
EPC/Eug Hydratation du film lipidique + 
sonication 
Interaction avec la 
membrane 
Reiner et al., 
2013 
DPPC/Eug Hydratation du film lipidique + 
extrusion 
Interaction avec la 
membrane 
Fujisawa et al., 
1988 
 
5.7. Nanoparticules 
Les méthodes de préparation et les caractéristiques des différents types de nanoparticules sont 
décrites en détail dans notre livre (Greige-Gerges et Sebaaly, 2015). Un résumé de ces études est 
abordé ci-dessous.  
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5.7.1. Nanoparticules à base d’acide poly (DL-lactique-co-glycolique) 
Des nanoparticules à base d’acide poly (DL-lactique-co-glycolique) (PLGA NPs) encapsulant 
l’Eug ont été développées par Gomes et al., 2011 en utilisant la méthode d’émulsion-évaporation 
(Gomes et al., 2011). L’encapsulation de l’Eug n’a pas affecté la taille (179 nm) et le pdI (0,33) 
des nanoparticules. Une efficacité d’encapsulation de l’Eug élevée est obtenue (98,27 %). Les 
auteurs ont prouvé que la vitesse de libération de l’Eug dans un tampon phosphate à pH 7,4 et à 
37 °C était rapide dans les 5 premières heures (45 %), suivie par une libération lente et continue 
de l’Eug à partir de la matrice de PLGA. La libération rapide s’est expliquée par le fait qu’une 
grande quantité d’Eug est soit attachée ou bien à proximité de la surface des nanoparticules. 
Après 72 h d'incubation, l’Eug n'a pas été complètement libéré dans le milieu où le pourcentage 
de libération d’Eug ne dépassait pas 64 % de la concentration initiale d’Eug. De plus, PLGA NPs 
encapsulant l’Eug inhibent des bactéries Gram + (Listeria spp) et Gram – (Salmonella spp) 
(Gomes et al., 2011). 
 
5.7.2. Nanostructured lipid carrier 
Des systèmes d’encapsulation lipidiques nanostructurés (NLC, nanostructured lipid carrier) 
formés de deux types de lipides solide et liquide ont été préparés par homogénéisation dans une 
solution chaude contenant du tensioactif pour encapsuler l’Eug (Pokharkar et al., 2011) et 
l’HECG (Cortés-Rojas et al., 2014). 
Des NLC encapsulant l’Eug sont incorporés dans une formulation de gel pour la livraison 
parodontale (Pokharkar et al., 2011). La formulation de gel optimisée contenant 16 % de 
Pluronic F127 présente une température de gélification Tgel optimale de 36 °C. En comparant aux 
NLC encapsulant l’Eug, le gel à base de NLC présente une taille des particules similaire (225 
nm) mais une efficacité d'encapsulation de l’Eug plus élevée (99,54 %) (Tableau 12). Avec un 
sac de dialyse, la vitesse de libération de l’Eug à partir du gel à base de NLC effectuée dans un 
tampon phosphate de pH 6,8 à 37 ºC révèle 25 % d’Eug libéré dans la première heure 
correspondante à la libération d’Eug physiquement lié à la surface des nanoparticules. Ceci est 
efficace pour une action rapide pour la livraison parodontale. Ensuite, une libération prolongée 
de l’Eug à partir de la matrice lipidique pour une durée supérieure à 8 heures a été obtenue. De 
plus, NLC et sa formulation en gel sont prouvés stables à 40 °C et à une humidité relative de 75 

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% pendant 6 mois vu qu’aucun changement significatif n'a été observé au niveau de la taille des 
particules, du contenu en Eug et de profil de libération (Pokharkar et al., 2011). 
 
Cortés-Rojas et al., 2014 ont préparé des NLC encapsulant l’HECG sous forme de poudres pour 
augmenter leur durée de stockage. Ils ont étudié l’effet de la méthode de séchage (pulvérisation 
ou lyophilisation) et les agents cryoprotecteurs (lactose, maltodextrine ou maltodextrine 
combinée à la gomme arabique) sur les propriétés physico-chimiques des particules. Ils ont 
montré que la formulation composée de Compritol (lipide solide), l’huile Buriti (lipide liquide), 
poloxamère 188 (tensioactif) et maltodextrine DE10 (cryoprotecteur) présente la meilleure 
rétention de l’Eug et de l’acétate d’Eug (60 %) et le rendement de la préparation le plus élevé (55 
%). De plus, les concentrations des constituants de l’HECG étaient plus élevées dans les 
échantillons lyophilisés que celles dans les échantillons séchés par pulvérisation. Les poudres de 
NLC contenant l’Eug présentent une bonne activité anti-oxydante (Cortés-Rojas et al., 2014). 
 
5.7.3. Nanoparticules lipides solides 
Des nanoparticules lipides solides (SLN, solid lipid nanoparticles) sont préparées par la même 
méthode de préparation des NLC mais sont formées d’un seul type de lipide solide. Une 
comparaison entre SLN et NLC a été effectuée par Garg et al., 2011 afin d’étudier l'effet de 
l'ajout du lipide liquide aux SLN contenant l’Eug.  
A la même concentration de lipide solide 2 %, les NLC contenant l’Eug composées de lipide 
binaire ont présenté une taille (87,8 nm) plus petite que les SLN formées d’un seul lipide 
encapsulant l’Eug (322 nm). Ceci a été expliqué par la formation d'une matrice lipidique 
désordonnée lors de l'addition d'un lipide liquide au lipide solide, nécessitant moins d'énergie 
pour se décomposer en petites particules, ou par une réduction de la viscosité de la solution 
lipidique (Garg et al., 2011).  
Les NLC ont une efficacité d’encapsulation d’Eug (98,52 %) supérieure à celle obtenue dans les 
SLN (91,8 %), attribuée à l'amélioration de la solubilité de l’Eug en présence du lipide liquide.  
En addition, les deux types de nanoparticules encapsulant l’Eug (SLN et NLC) ont montré une 
bonne stabilité après 3 mois de stockage à 30 °C, et ceci en conservant la taille et le potentiel 
Zêta. Au contraire des SLN, les NLC étaient capables de maintenir l'efficacité d’encapsulation de 
l’Eug pendant leur stockage, empêchant ainsi la perte de l’Eug (Garg et al., 2011).  

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Dans un tampon de phosphate à pH 6,8 à 37 °C avec 40 % de propylène glycol, la vitesse de 
libération de l’Eug à partir des NLC était plus rapide dans les 12 h (78 % d’Eug libéré) que celle 
obtenue à partir des SLN (65 % d’Eug libéré). Ceci est dû à la fois à la présence du lipide liquide 
et à la taille des particules la plus petite. Ce profil de libération est comparé à celui obtenu d’une 
solution contenant les complexes d’inclusion HP-β-CD/Eug où plus de 80 % d’Eug ont été 
libérés pendant 30 min (Garg et al., 2011). 
Les SLN et NLC encapsulant l’Eug ont montré une activité antifongique plus élevée que l’Eug 
libre in vivo dans un modèle de candidose orale chez des rats immunodéprimés (Garg et al., 
2011). 
 
5.7.4. Nanoparticules magnétiques 
Saviuc et al., 2012 ont préparé des nanoparticules magnétiques encapsulant l’HECG dont la taille 
était de 10-11 nm et le contenu en Eug de 92,42 %. Ces nanoparticules à une concentration de 50 
mg/mL exercent une activité antibactérienne contre différentes souches de S. Aureus (Saviuc et 
al., 2012). 
 
5.7.5. Nanoparticules à base de chitosan  
5.7.5.1. Nanoparticules à base de chitosan encapsulant l’Eug 
Des nanoparticules à base de chitosan encapsulant l’Eug sont préparées par le procédé de 
gélification ionique (Woranuch et al., 2013 a, b). Il a été démontré que l’encapsulation de l’Eug 
dans des nanoparticules à base de chitosan a amélioré la stabilité thermique et l’activité anti-
oxydante de l’Eug comparées à celles de l’Eug libre (Woranuch et al., 2013 a, b).  
 
5.7.5.2 L’Eug greffé sur des nanoparticules à base de chitosan 
L’Eug est converti en Eug aldéhyde, puis greffé sur des nanoparticules à base de chitosan par la 
réaction de base de Schiff (Figure 29) (Chen et al., 2009). Le rendement de greffage et la taille 
des nanoparticules étaient respectivement de 26,7 % et 235 nm (Chen et al., 2009). 
 
 

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Figure 29: La réaction à base de Schiff pour le greffage de l’Eug sur des nanoparticules à base 
de chitosan (Chen et al., 2009). 
 
Les auteurs ont mentionné que ce système d’encapsulation devrait être stable vu que la double 
liaison carbone-azote est stabilisée par une conjugaison au cycle aromatique de l’Eug. L’Eug 
greffé sur des nanoparticules à base de chitosan ont présenté une activité antibactérienne contre 
E. Coli et S. Aureus plus élevée que celle des nanoparticules non modifiées (Chen et al., 2009). 
L’Eug greffé sur des nanoparticules à base de chitosan ont montré une activité anti-oxydante 
dépendante de la concentration de l’Eug. Ces nanoparticules ont montré une activité cytotoxique 
sur les cellules de mammifères plus faible que celle obtenue avec l’Eug libre (Chen et al., 2009) 
 
5.7.5.3. Hydrogels préparés à partir de l’Eug greffé sur des nanoparticules à base de 
chitosan 
Le groupement vinyle de l’Eug est greffé d’une manière covalente sur les groupements amines 
du chitosan en utilisant le nitrate d’ammonium cérique comme initiateur (Figure 30). Des 
hydrogels sont ensuite préparés à partir des nanoparticules à base de chitosan sur lesquelles l’Eug 
est greffé (Jung et al., 2006).  
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Figure 30 : Réaction de greffage entre l’Eug et le chitosan (Jung et al., 2006). 
 
Ces hydrogels ne sont pas affectés par le pH, puisque le groupement amine du chitosan, sensible 
au pH, a été greffé avec l’Eug. TGA et DRX ont révélé que l'introduction de la chaîne latérale 
volumineuse de l’Eug à l'intérieur du chitosan peut affecter la structure cristalline du chitosan et 
la rétention de l'eau, ce qui peut entraîner une diminution de la stabilité thermique. Cependant, 
comparée au chitosan, l’activité anti-oxydante de l’Eug est améliorée dans les hydrogels. 
L’activité anti-oxydante augmente avec l’augmentation du rendement de greffage de l’Eug (Jung 
et al., 2006). 
 
5.8. Nanocapsules  
5.8.1. Nanocapsules à base de polycaprolactone 
Des nanocapsules à base de polycaprolactone encapsulant l’Eug (PCL NCs) sont développées 
par le procédé d’émulsion-diffusion (Choi et al., 2009; Lee et al., 2013), avec une efficacité 
d’encapsulation élevée de 100 % (Choi et al., 2009). Les PCL NCs sont prouvées capables de 
protéger l’Eug contre l'oxydation par la lumière (Choi et al., 2009). 
D’autre part, Lee et al., 2013 ont démontré que la β-CD ajoutée comme cryoprotecteur est 
capable d’améliorer la stabilité physique des PCL NCs encapsulant l’Eug durant la 
lyophilisation. Il a été démontré que la lyophilisation des nanocapsules en absence de la β-CD a 
entraîné une augmentation de la taille des particules. En revanche, l’ajout de la β-CD a protégé 
les PCL NCs encapsulant l’Eug en empêchant leur agrégation durant la lyophilisation. Ceci est 

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dû à une membrane épaisse attribuée au complexe β-CD /Pluronic F68 protégeant ainsi la 
membrane de PCL et conservant le contenu de l’Eug à l'intérieur durant la lyophilisation (Lee et 
al., 2013). 
 
5.8.2. Nanocapsules à base d’isolat de protéines de lactosérum et de maltodextrines 
Des nanocapsules stables d’isolat des protéines de lactosérum et de maltodextrines contenant 
l’Eug ont été préparées par émulsion suivie d’une pulvérisation à une concentration d’Eug au-
dessus de sa limite de solubilité à pH 3 et 7 (Shah et al., 2012). Un faible rapport d’isolat des 
protéines de lactosérum et de maltodextrines (1: 2) a entraîné un rendement de préparation et une 
efficacité d’encapsulation élevés (Tableau 12) (Shah et al., 2012) et une petite taille des 
particules (Tableau 12). Cependant, la longueur de la chaîne des maltodextrines n'a pas affecté 
l’efficacité d’encapsulation (Shah et al., 2012). A ce même rapport d’isolat des protéines de 
lactosérum et de maltodextrines (1: 2), l’activité antibactérienne de l’Eug contre E. coli et L. 
monocytogenes était similaire à l’Eug libre dans le bouillon de soja tryptique mais plus meilleure 
dans le lait (Shah et al., 2013).  
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5.9. Micro-encapsulation 
5.9.1. Microcapsules à base de maltodextrines et de gomme arabique 
L’HECG a été encapsulée dans des microcapsules à base de maltodextrines et de gomme 
arabique par émulsion-séchage par atomisation (émulsion-spray drying) avec un rendement de 
62 % (Chatterjee et al., 2013). La teneur en Eug encapsulée dans les microcapsules sous forme 
de poudre était de 78,8 mg/g de poudre sèche. Les images obtenues par la microscopie à 
balayage électronique (MEB) pour des microcapsules encapsulant l’HECG ont montré une taille 
allant de 1 à 15 µm avec une taille moyenne de l’ordre de 5 µm (Chatterjee et al., 2013). Les 
microcapsules encapsulant l’HECG ont fournit une libération prolongée de l’HECG et une 
activité anti-oxydante similaire à la forme libre (Chatterjee et al., 2013). 
 
5.9.2. Microcapsules à base de gélatine et de gélatine- alginate de sodium 
Des microcapsules à base de gélatine (Kim et al., 2011) ou gélatine- alginate de sodium (Shinde 
et al., 2011) ont été préparées par coacervation pour encapsuler respectivement l’HECG et l’Eug. 
Les microcapsules à base de gélatine encapsulant l’HECG dans leur noyau ont présenté une taille 
allant de 4 à 85 µm avec une taille moyenne d'environ 33 µm (Kim et al., 2011). La viscosité de 
l'huile et la vitesse d'agitation sont des facteurs qui peuvent affecter la taille des microcapsules, 
où une augmentation de la viscosité et de la vitesse d'agitation entraîne des tailles de particules 
plus petites (Kim et al., 2011). Plus la concentration de l'HECG augmente, plus la taille des 
microcapsules et l’efficacité d’encapsulation augmentent (Tableau 13) (Shinde et al., 2011; Kim 
et al., 2011). Les auteurs ont montré par analyse thermogravimétrique (TGA) une perte de poids 
plus faible pour les microcapsules encapsulant l’HECG en comparant à celle obtenue par la 
forme libre, indiquant une bonne stabilité de ces microcapsules. Les microcapsules à base de 
gélatine encapsulant l’HECG ont montré une activité acaricide élevée aboutissant à une mortalité 
des acariens supérieure à 94 % (Kim et al., 2011). 
 
En addition, l’ajout de l'alcool isopropylique, un agent déshydratant, a empêché la coalescence 
des microcapsules à base de gélatine- alginate de sodium, diminuant ainsi la taille des particules. 
Cependant, cet agent peut entraîner une perte de l’Eug et une diminution de son efficacité 
d’encapsulation (Shinde et al., 2011). Les caractéristiques des microcapsules encapsulant l’Eug 
en présence et en absence de l'alcool isopropylique sont présentées dans le Tableau 13. 
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Tableau 13 : Caractéristiques des microcapsules encapsulant l’Eug et l’HECG. 
Composition 
(m/m) 
Méthode de 
préparation 
Taille 
(nm) 
EE (%) Efficacité Références  
Maltodextrine/Gomme 
arabique/HECG 4,8/2,4/1 
Emulsion-
spray drying 
5 65 Anti-oxydante Chatterjee 
et al., 2013 
Gélatine/HECG 1/5 
Gélatine/HECG 1/2 
Coacervation 35,5 
29,5 
65 
46 
Anti-acariens Kim et al., 
2011 
Gélatine-alginate de sodium/Eug 1/2 
(-)Alcool isopropylique 
Coacervation 715 34,7 ND Shinde et 
al., 2011 
Gélatine-alginate de sodium/Eug 1/1 
(-)Alcool isopropylique 
658 21,6 
Gélatine-alginate de sodium/Eug 1/2 
(+)Alcool isopropylique 
453 18,24 
Gélatine-alginate de sodium/Eug 1/1 
(+)Alcool isopropylique 
425 8,14 
Ethyle 
cellulose/Eug/carvacrol/thymol 
0,1/1/1/1 
Rotary 
fluidized-bed 
technology 
180-500 
250-800 
10 and 
20 
Etude de 
libération 
Meunier et 
al., 2006 
ND : non déterminé ; (-) absence ; (+) présence ; EE : efficacité d’encapsulation. 
 
5.9.3. Granules avec un noyau à base de cellulose microcristalline renfermant un mélange 
de l’Eug, carvacrol et de thymol 
Meunier et al., 2006 ont préparé des granules avec un noyau à base de cellulose microcristalline 
renfermant un mélange d’Eug, carvacrol et de thymol et revêtues par l’éthyle cellulose. La taille 
des particules est contrôlée par la quantité de l’eau pulvérisée durant la granulation. En effet, un 
diamètre moyen de 250 et 500 µm est obtenu respectivement avec 1400 et 1600 ml d’eau. Les 
granules incorporant 10 % d'extrait étaient sphériques, homogènes sans formation d'agrégats et 
avec un rendement des composés de 90 %.  
 
Le processus de libération des composés dépend de la taille des particules, de la quantité des 
polymères ajoutée pour le revêtement et des molécules encapsulées. Une libération lente est 
obtenue avec une grande taille des particules et un taux de revêtement élevé. Le profil de 
libération de l’Eug était plus rapide que celui de carvacrol et thymol. En effet, le groupement OH 
de l’Eug interagit préférentiellement avec le doublet électronique de l’oxygène de la fonction 
éther, de sorte que moins de liaisons hydrogène avec la matrice de cellulose peuvent être mises 

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en jeu, d'où moins d’Eug pourrait être maintenu dans les granules. En revanche, le thymol et le 
carvacrol peuvent facilement interagir avec leur groupement OH avec la matrice de cellulose 
(Meunier et al., 2006). 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
 
 
PARTIE 2 : PARTIE EXPERIMENTALE 
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Chapitre 6: Objectifs et stratégie expérimentale 
 
6.1. Objectifs 
L’HECG et son constituant majeur l’Eug sont des molécules d’origine naturelle à activités 
biologiques remarquables, notamment antimicrobienne, anti-oxydante, anti-inflammatoire, 
anticancéreuse,… Par conséquent, ces molécules peuvent constituer des alternatifs aux composés 
synthétiques sans présenter les mêmes effets secondaires. Toutefois, en raison de leur faible 
solubilité dans l’eau, leur volatilité et leur sensibilité à la lumière limitant leur application, des 
systèmes d’encapsulation de cette huile ont été développés pour bénéficier de ses propriétés et 
améliorer sa stabilité. L’encapsulation des huiles essentielles dans des systèmes membranaires 
est un domaine de recherche promettant, à applications cosmétiques, agro-alimentaires et 
pharmaceutiques. 
Nous avons cherché dans ce projet de thèse à trouver les conditions optimales de préparation 
d’une formulation liposomiale adéquate, pour encapsuler l’HECG et l’Eug, ayant les 
caractéristiques suivantes : une taille de l’ordre d’une centaine de nanomètre, une distribution de 
taille homogène, une efficacité d’encapsulation élevée, un rendement d’encapsulation important, 
une bonne stabilité et transposable à grande échelle. Nous avons utilisé différents types de 
phospholipides pour trouver le meilleur phospholipide répondant aux caractéristiques visées. 
Nous avons également préparé un système mixte d’encapsulation basé sur des liposomes 
encapsulant des complexes d’inclusion des principes actifs, dans le but d’améliorer les 
caractéristiques des liposomes obtenus par la méthode conventionnelle. Des préparations de 
volumes plus importants sont réalisées par les procédés du contacteur à membrane et du pilote. 
Nous sommes également intéressées à produire des lyophilisats des formulations liposomiales 
pour une conservation à long terme.  
 
6.2. Stratégie expérimentale 
Les formulations liposomiales sont préparées et caractérisées par différentes techniques. Les 
schémas récapitulatifs de la stratégie expérimentale suivie dans notre étude sont présentés à la fin 
de ce chapitre. 
 
6.2.1. Choix du vecteur 
Les liposomes sont à la fois non toxiques et biodégradables, du fait de leur composition en 
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phospholipides qui sont des constituants naturels des membranes biologiques. Les liposomes 
s’avèrent être un moyen intéressant pour contourner les problèmes liés aux HEs. De plus, ils 
offrent les avantages suivants : 
• Solubilisation des principes actifs peu solubles dans l’eau : les liposomes améliorent la 
solubilité des HEs comme le carvacrol, thymol et d’autres composés naturels comme le 
resveratrol et l’acide caféique (Coimbra et al., 2011).   
• Augmentation de la stabilité du principe actif : les liposomes encapsulant les HEs 
d’Artemisia arborescens (Sinico et al., 2005), Anethum graveolens (Ortan et al., 2009), 
Santolina insularis (Valenti et al., 2001) sont stables à 4 °C pendant au moins 6 mois de 
stockage (Sinico et al., 2005 ; Valenti et al., 2001 ; Ortan et al., 2009). Les liposomes 
améliorent la stabilité chimique du resveratrol en empêchant l’isomérisation trans-cis 
(Coimbra et al., 2011). De plus, l’incorporation des composés naturels dans des 
liposomes empêche leur contact avec l’environnement et les protège contre la lumière et 
d’autres types de dégradation (Habib et al., 1991 ; Coimbra et al., 2011). Les liposomes 
protègent les HEs de Zanthoxylum tingoassuiba (Detoni et al., 2012) et de rose (Wen et 
al., 2011) contre l’oxydation induite par la température (Detoni et al., 2012; Wen et al., 
2011). 
• Diminution de la toxicité du principe actif : c’est un des avantages essentiels des 
liposomes du fait de leur faible pénétration dans des tissus comme le rein, le cœur ou le 
tractus gastro-intestinal. Ils permettent d’éviter les effets secondaires après administration 
sous-cutanée, intra-dermique ou intra-musculaire de principes actifs irritants comme 
certains constituants des HEs (Storm et al., 1998).  
• Ciblage du principe actif : Biju et al., 2005 ont ciblé les follicules pilo-sébacés en 
utilisant des liposomes encapsulant l’HE d’arbre à thé (Tea Tree Oil) (Biju et al., 2005). 
• Libération programmée dans le temps en fonction de la fluidité de la paroi liposomiale. 
Les liposomes encapsulant l’HE de Romarin ont montré une libération contrôlée 
(Alikhani-Koupaci, 2015). 
• Amélioration des activités biologiques du principe actif : les activités antimicrobienne du 
carvacrol et thymol (Liolios et al., 2009), antivirale de l’HE d’Artemisia arborescens 
contre le virus d’Herpes (HSV-1) (Sinico et al., 2005) et antifongique de l’HE 
d’Eucalyptus camaldulensis (Moghimipour et al., 2012) sont augmentées lors de 
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l’incorporation dans les liposomes (Liolios et al., 2009 ; Moghimpour et al., 2012 ; Sinico 
et al., 2005 ; Sherry et al., 2013). 
 
6.2.2. Choix des phospholipides 
Avec un matériel biologique naturel par excellence, la lécithine de soja est utilisée pour préparer 
les liposomes. Trois types de phospholipides ont été choisis dont deux sont saturés 
(Phospholipon 80H et Phospholipon 90H) et le troisième est insaturé (Lipoid S100). Ces 
phospholipides sont peu coûteux comparés aux phospholipides synthétiques et contiennent en 
majorité de la PC qui est un constituant majeur de la membrane biologique. En effet, le 
Phospholipon 80H, Phospholipon 90H et Lipoid S100 contiennent respectivement 78,9 ; 90 et 95 
% de PC. Le Phospholipon 80H diffère des autres types de phospholipides par la présence du PE 
dans sa composition.  
Nous sommes intéressées à comparer les caractéristiques des liposomes obtenus par ces trois 
types de phospholipides et élucider l’effet de la composition et de l’hydrogénation, afin 
d’élaborer une formulation liposomiale adéquate contenant l’HECG qui intéresserait le secteur 
industriel.  
 
6.2.3. Préparation des liposomes par la méthode d’injection d’éthanol 
Nous avons choisi la méthode d’injection d’éthanol pour la préparation des liposomes car elle est 
simple, rapide, reproductible, peu coûteuse et transposable à grande échelle (Jaafar-Maalej et al., 
2010). D’autres méthodes courantes de préparation de liposomes, notamment l’hydratation du 
film lipidique et l’évaporation en phase inverse, nécessitent des traitements mécaniques tels que 
la sonication et l’extrusion. Ces étapes supplémentaires limitent la production des liposomes à 
grande échelle. Les méthodes de préparation des liposomes ont été développées dans la partie 
bibliographique (paragraphes 1.4. méthodes de préparation des liposomes à petite échelle et 1.5 
production des liposomes à grande échelle). 
 
6.2.3.1. Optimisation de la méthode de préparation des liposomes à petite échelle 
Comme plusieurs paramètres peuvent modifier les caractéristiques des vésicules lipidiques, il 
s’avère nécessaire de définir les conditions optimales pour la préparation des liposomes à petite 
échelle. Le Phospholipon 80H est choisi comme modèle de phospholipide. Nous avons tout 
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d’abord varié les paramètres suivants : 1) la concentration en cholestérol ; 2) la concentration en 
phospholipides ; 3) le rapport volumique éthanol/eau ; 4) la vitesse d’agitation de la phase 
aqueuse ; 5) la vitesse d’injection de la phase organique dans la phase aqueuse.  
Pour chaque paramètre étudié, la taille et l’indice de polydispersité des liposomes sont 
déterminés afin de fixer les conditions expérimentales les plus adéquates pour la préparation des 
liposomes témoins. 
Nous avons appliqué ensuite ces conditions optimales à la préparation des liposomes en utilisant 
les deux autres types de phospholipides (Phospholipon 90H et Lipoid S100) et en ajoutant 
différentes concentrations d’Eug et d’HECG dans la phase organique. 
 
6.2.4. Préparation des complexes d’inclusion dans les liposomes 
Plusieurs études ont montré que l’encapsulation des molécules, en particulier l’Eug dans des 
complexes d’inclusion augmente leur solubilité aqueuse (Kfoury et al., 2014 ; Hill et al., 2013), 
améliore leur stabilité thermique (Choi et al., 2009; Nuchuchua et al., 2009; Hill et al., 2013) et 
contrôle leur libération (Nuchuchua et al., 2009). En addition, la complexation de l’Eug avec les 
cyclodextrines maintient leur activité anti-oxydante par piégeage du radical DPPH (Kfoury et al., 
2014) et améliore leur activité antibactérienne contre diverses souches de bactéries Gram + et 
Gram - (Liang et al., 2012). Comme les complexes d’inclusion sont instables dans un milieu 
aqueux (Seo et al., 2010) et que les molécules hydrophobes peuvent être rapidement libérées à 
partir des bicouches lipidiques après administration in vivo (Takino et al., 1994 ; Maestrelli et al., 
2005), l’encapsulation des complexes d’inclusion dans les liposomes (« drug in cyclodextrin in 
liposomes », DCL) permet de contourner les problèmes associés à chaque système et de 
combiner leurs avantages. Les DCLs augmentent davantage la stabilité (Loukas et al., 1998) et 
l'efficacité d'encapsulation (Fatouros et al., 2001) des molécules que la simple incorporation dans 
les liposomes par la méthode dite conventionnelle. 
Nous avons choisi l’HP-β-CD pour former des complexes d’inclusion de l’Eug et des 
constituants de l’HECG en raison de sa solubilité aqueuse élevée et sa faible toxicité (Challa et 
al., 2005). 
Nous avons préparé les complexes d’inclusion dans la phase aqueuse. Ensuite, ces complexes ont 
été encapsulés dans les liposomes par la méthode d’injection éthanolique à petite échelle et par le 
contacteur à membrane à grande échelle. Nous avons également préparé des DCL2 ou « double 
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loaded liposomes » par la technique de double encapsulation, où l’Eug ou l’HECG sont ajoutés 
dans la phase organique et leurs complexes d’inclusion dans la phase aqueuse.  
 
6.2.5. Production à grande échelle 
Après avoir optimisé la méthode à petite échelle, des préparations de volumes plus importants 
sont réalisées par le procédé de contacteur à membrane (300 et 600 ml) et de pilote (3 L). Ce 
procédé est simple et continu. Il est basé sur le principe de l’injection éthanolique et utilise une 
membrane de type SPG. L’usage de la membrane améliore le micro-mélange de la phase 
organique dans la phase aqueuse et permet d'optimiser le temps de la préparation et de contrôler 
la taille des liposomes (Charcosset et al., 2015). De plus, le pilote équipé d’un rotavapeur 
présente l’avantage de pouvoir évaporer l’éthanol directement dans le réacteur. 
 
6.2.6. Lyophilisation  
Les liposomes conservés en suspension aqueuse à long terme peuvent subir des problèmes 
d’instabilité chimique et physique tels que : l’oxydation et l’hydrolyse des phospholipides 
(paragraphe 1.6.2), la fuite des molécules encapsulées et l’agrégation des liposomes (Chen et al., 
2010). La lyophilisation permet de résoudre ces problèmes d’instabilité et d’assurer une 
conservation des liposomes sous forme de poudre.  
Afin de limiter les effets de différentes sources de stress induites par le procédé de lyophilisation 
(basses températures et pressions, déshydratation,…) et préserver les caractéristiques des 
liposomes durant la lyophilisation, il est nécessaire d’optimiser la formulation des liposomes 
sujets à la lyophilisation par l’ajout de cryoprotecteurs. Différents cryoprotecteurs ont été ainsi 
testés comme le saccharose, le tréhalose, la maltodextrine, et l’HP-β-CD ainsi que d’autres 
molécules comme l’alcool cétylique et la stéarylamine. Ils ont été ajoutés dans des proportions 
variables, soit pendant la préparation dans une des deux phases en fonction de la solubilité de 
chaque cryoprotecteur, soit après la préparation de la formulation liposomiale c’est-à-dire après 
l’évaporation de l’éthanol. De plus, les systèmes DCL et DCL2 ont été également testés pour leur 
capacité à protéger les liposomes durant la lyophilisation. Les lyophilisats obtenus sont 
reconstitués dans l’eau et les caractéristiques des liposomes resuspendus sont ainsi déterminées. 
La possibilité de maintenir une substance volatile in situ dans des lyophilisats en dépit du vide 
appliqué représente une tâche difficile que nous avions envisagé d’atteindre.  
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6.2.7. Caractérisation structurale et morphologique des liposomes 
Nous avons utilisé la diffusion dynamique de la lumière afin de déterminer la taille et l’indice de 
polydispersité (pdI) des liposomes en absence et en présence de l’HECG et de l’Eug. Le pdI 
reflète la distribution de taille des liposomes et leur homogénéité et il varie entre 0 
(monodisperse) à 1 (très large distribution). Par ailleurs, l’appareil que nous avions utilisé permet 
de mesurer le potentiel zêta des liposomes donnant ainsi la charge de la surface liposomiale 
(Kaszuba et al., 2010). 
 
Nous avons utilisé la microscopie électronique à transmission par coloration négative pour 
visualiser les vésicules et par conséquent confirmer la formation des liposomes. Cette technique 
est généralement utilisée pour l’imagerie des suspensions liposomiales puisqu’elle permet 
d’observer la forme des vésicules et le nombre de lamelles qui les constituent (Ruozi et al., 
2011).  
 
6.2.8. Détermination de l’efficacité d'encapsulation des constituants de l’HECG dans les 
liposomes 
Des méthodes de dosage par HPLC des constituants de l’HECG ont été développées et utilisées 
pour déterminer l’efficacité d'encapsulation de chaque constituant (Eug, Eug-Ac, et Crph) dans 
les liposomes. En se basant sur la masse de l’Eug incorporé dans les liposomes et celle 
initialement ajoutée, le rendement d’encapsulation ou « loading rate » pourrait être par la suite 
calculé. Par ailleurs, le taux de phospholipides a été déterminé par la méthode de Bartlett 
(Bartlett et al., 1959), ce qui a permis de calculer l’encapsulation pondérée de l’Eug dans les 
liposomes. L’encapsulation pondérée correspond au nombre de mole de l’Eug encapsulé rapporté 
au nombre de moles de phospholipides qui constituent les liposomes. Le taux d’incorporation est 
exprimé alors en mole d’Eug par mole de phospholipides.  
 
6.2.9. Etude de la stabilité des liposomes 
Nous avons évalué la stabilité des liposomes encapsulant l’HECG ou l’Eug et des systèmes DCL 
et DCL2 préparés à petite et grande échelle après stockage à 4 et 25 °C pendant 1 ou 2 mois. De 
plus, la stabilité a été évaluée pour les lyophilisats reconstitués dans l’eau. Nous avons déterminé 
la taille, le pdI, le potentiel zêta et l’efficacité d’encapsulation des principes actifs avant et après 

stockage. La comparaison des valeurs à celles initiales obtenues le jour de la préparation permet 
de déterminer la stabilité des liposomes.  
 
6.2.10. Etude de la photostabilité de l’Eug libre et encapsulé 
L’Eug est une molécule volatile et photosensible. De ce fait, il est nécessaire d’évaluer la 
photostabilité des liposomes et leur capacité à protéger ce principe actif. Nous avons déterminé 
le pourcentage de l’Eug restant suite à l’exposition aux rayons UVC d’une solution aqueuse de 
l’Eug libre et des suspensions liposomiales contenant l’Eug.  
 
6.2.11. Détermination de l’activité anti-oxydante  
L’activité anti-oxydante de l’Eug libre et encapsulé dans les liposomes, les DCL et DCL2 est 
évaluée par spectrophotométrie en suivant la diminution de la coloration violette, due à la 
réduction du radical libre DPPH. C’est une méthode simple et rapide. Ce test est recommandé 
pour les composés ayant des groupements hydroxyles. Il s’effectue à température ambiante, ce 
qui permet d’éliminer tout risque de dégradation thermique des molécules thermolabiles 
(Popovici et al., 2009).  
 
6.3. Schémas récapitulatifs 
Les figures 31 et 32 représentent un récapitulatif de la stratégie expérimentale suivie dans notre 
étude. 
 
 

 
Figure 31: Méthodologie suivie dans notre étude pour la préparation des liposomes, des 
systèmes DCL à petite et grande échelle et des poudres. 
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Figure 32: Techniques utilisées dans notre étude pour la caractérisation des liposomes. 
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Chapitre 7: Matériels et méthodes 
 
7.1. Produits chimiques 
Trois phospholipides différents fournis par Lipoid GmbH (Ludwigshafen, Allemagne) sont 
testés:  
- Phospholipon 80H hydrogéné composé de 78,9 % phosphatidylcholine de soja, 3,9 % 
lysophosphatidylcholine, 0,5 % eau, 0,1 % éthanol et le reste est composé de 
phosphatidyléthanolamine (PE) et de faibles quantités de lysophosphatidyléthanolamine et de 
triglycérides. 
- Phospholipon 90H hydrogéné composé de 90 % phosphatidylcholine de soja, 4 % 
lysophosphatidylcholine, 2 % triglycérides, 2 % eau, 0,5 % éthanol et 1% iode. 
- Lipoid S100 non hydrogéné composé de 94 % phosphatidylcholine de soja, 3 % 
lysophosphatidylcholine, 0,5 % N-acyl-phosphatidyléthanolamine, 0,1 % 
phosphatidyléthanolamine, 0,1 % phosphatidylinositol, 2 % eau et 0,2 % éthanol. 
L'eugénol, le thymol, le cholestérol (Chol), le molybdate d'ammonium, le peroxyde d'hydrogène, 
le dihydrogénophosphate de potassium, l'alcool cétylique, le 2-hydroxypropyl-β-cyclodextrine 
(HP-β-CD), le silicotungstate de sodium, et les solvants organiques: l’éthanol absolu et le 
méthanol (HPLC) sont fournis par Sigma-Aldrich, France. L’acétate d’eugénol (Eug-Ac), le β-
caryophyllène (Crph), et le D-(+)-tréhalose dihydrate proviennent de Sigma Aldrich, USA. Le 
2,2-diphényl-1-picrylhydrazyl (DPPH•) est fourni par Sigma-Aldrich, Allemagne. L'acide 
sulfurique est fourni par ACROS organic, New Jersey, USA. L’acide 4 amino-3 hydroxy-1 
naphtalène sulfonique est fourni par Fluka, Inde. La stéarylamine est fournie par Sigma Aldrich, 
Suisse. Le saccharose est fourni par Fisher Scientific, UK. Les maltodextrines Glucidex 6D et 
19D sont fournies par Roquette, France. L’huile essentielle de clou de girofle (Syzigium 
aromaticum) constituée de 93,5 % Eug, 2,43 % Eug-Ac et 2,29 % Crph est fournie par Biocham, 
Damascus, Syrie. L'eau est purifiée par un système Milli-Q obtenu à partir d'un système de 
synergie Millipore (Millipore, Billerica, Massachusetts, USA). 
 
7.2. Membranes de type Shirasu Porous Glass (SPG) 
Les membranes tubulaires de type SPG sont fournies par SPG Technology (Miyazaki, Japon). 
Les membranes SPG sont obtenues à partir de Na2O-CaO-MgO-Al2O3-B2O3-SiO2, qui est 
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synthétisé à partir des cendres volcaniques, appelées Shirasu, utilisées comme matière première 
principale (Vladisavljević et al., 2007). La membrane SPG est hydrophile avec une taille 
moyenne de pores de l’ordre de 0,9 μm. Les dimensions de la membrane SPG sont les suivantes: 
0,125 m de longueur, 10-2 m de diamètre intérieur, et 10-3 m d'épaisseur. Par conséquent, la 
surface active de la membrane est de 3,9 x 10-3 m2. 
 
7.3. Préparation des complexes d’inclusion dans la phase aqueuse 
La Figure 33 illustre la préparation des complexes d’inclusion. 500 mg d’HP-β-CD sont dissouts 
dans 20 ml d’eau ultra-pure. La quantité adéquate d’Eug ou d’HECG est ajoutée à la solution 
d’HP-β-CD pour avoir un rapport molaire CD:invité 1:1. Les solutions sont ensuite soumises 
sous agitation à 150 rpm, à 25 °C pendant 24 h, puis filtrées à travers des filtres d’acétate de 
cellulose (Sigma-Aldrich, France) de 0,45 μm (Figure 33). Une partie des solutions aqueuses des 
complexes d’inclusion est congelée à -20 °C, lyophilisée puis conservée à 4 °C pour des études 
de caractérisation. Une autre partie sert comme phase aqueuse lors de la préparation des 
liposomes encapsulant les complexes d’inclusion. En utilisant ce même protocole, des solutions 
d’HP-β-CD libres sont préparées dans la phase aqueuse en absence d’Eug et d’HECG.  
 
 
Figure 33 : Préparation des complexes d’inclusion d’HP-β-CD/invité. 
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7.4. Préparation des liposomes 
7.4.1. Préparation à petite échelle par la méthode d’injection d’éthanol 
7.4.1.1. Choix des conditions optimales 
Le Phospholipon 80H est choisi comme modèle de phospholipide. Afin d’optimiser les 
conditions expérimentales de préparation des liposomes, plusieurs paramètres influençant la 
taille des liposomes sont d’abord étudiés tels que : la concentration en cholestérol (0, 3 et 5 
mg/ml), la concentration en phospholipides (10, 20 et 30 mg/ml), la vitesse d’agitation (100, 200, 
400, 600, 800 et 1000 rpm), le rapport volumique éthanol/eau (0,25; 0,5 et 1) et la vitesse 
d’injection (0,5; 1; 1,5 et 2 ml/min). Chaque expérience est répétée trois fois.  
 
7.4.1.2. Préparation des liposomes avec trois types de phospholipides 
Les liposomes témoins et encapsulant l’Eug ou l’HECG et leurs complexes d’inclusion sont 
préparés par la méthode d’injection d’éthanol d’après le protocole décrit par Jaafar-Maalej et al. 
(2010) avec quelques modifications. Les quantités adéquates de phospholipides (Phospholipon 
80H, Phospholipon 90H ou Lipoid S100) (10 mg/ml) et de cholestérol (5 mg/ml) sont dissoutes 
dans 10 ml d’éthanol absolu. La solution organique ainsi préparée (10 mg/ml) est injectée à 
l’aide d’une seringue en verre (fournie par Fortuna optima, GmbH-Allemagne) dans un volume 
de 20 ml d’eau ultra-pure à une température au-dessus de la température de transition de 
phospholipides, qui est de 55 °C pour le Phospholipon 80H et le Phospholipon 90H et 25 °C 
pour le Lipoid S100. La vitesse d’injection, égale à 1 ml/min, est contrôlée par une pompe 
automatique (fournie par KDS 100, KdScientific, Holliston, USA). Le rapport éthanol/eau est de 
1/2 (v/v). Au cours de l’injection, le milieu est mis sous agitation magnétique. La vitesse 
d’agitation est de 400 rpm. La suspension liposomiale est maintenue à température ambiante 
sous agitation à 400 rpm pendant 15 min. Enfin, l’éthanol et une partie de l’eau sont éliminés 
sous pression réduite à l’aide d’un évaporateur rotatif Rotavapor R-144 (Büchi, Switzerland) à 
40 °C. Les liposomes sont stockés à 4 °C. Chaque lot est préparé six fois.  
 
7.4.1.3. Formulations liposomiales 
Différentes formulations liposomiales sont préparées : 1) des liposomes témoins préparés en 
absence d’Eug et d’HECG en utilisant les trois types de phospholipides ; 2) des liposomes 
encapsulant l’Eug ou l’HECG préparés en ajoutant l’Eug ou l’HECG à différentes concentrations 
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allant de 1 à 15 mg/ml dans la phase organique (10 ml éthanol) avant d’être injecté dans la phase 
aqueuse. Ces liposomes sont préparés en utilisant les trois types de phospholipides ; 3) des 
liposomes composés de Phospholipon 90H encapsulant les HP-β-CD libres. La phase aqueuse 
(20 ml) contient les HP-β-CD libres ; 4) des liposomes composés de Phospholipon 90H 
encapsulant les complexes d’inclusion d’HP-β-CD/Eug ou HP-β-CD/HECG. La phase aqueuse 
(20 ml) contient respectivement les complexes d’inclusion d’HP-β-CD/Eug ou d’HP-β-
CD/HECG. Des DCLs encapsulant l’Eug et l’HECG sont ainsi obtenus ; 5) des liposomes 
préparés par la technique de double encapsulation. L’Eug ou l’HECG est ajouté(e) dans la phase 
organique (10 ml éthanol) à une concentration de 2,5 mg/ml et la phase aqueuse (20 ml) contient 
les complexes d’inclusion d’HP-β-CD/Eug ou HP-β-CD/HECG. Des « double loaded 
liposomes » ou DCL2 sont ainsi obtenus. 
 
7.4.2. Préparation à grande échelle  
7.4.2.1. Contacteur à membrane 
Le procédé du contacteur à membrane basé sur le principe de l’injection éthanolique (Figure 11, 
paragraphe 1.5.2) permet la production des volumes intermédiaires de liposomes. En effet, le 
volume final de la préparation est de 600 ml pour les liposomes encapsulant l’Eug ou l’HECG où 
les volumes de la phase organique et aqueuse sont respectivement 200 ml et 400 ml. Pour les 
liposomes encapsulant les complexes d’inclusion HP-β-CD/Eug ou HP-β-CD/HECG (DCLs), les 
volumes de la phase organique et aqueuse sont respectivement 100 ml et 200 ml aboutissant à un 
volume final de préparation de 300 ml. Dans les deux cas, le rapport éthanol/eau est de 1/2 (v/v). 
Le Tableau 14 résume les conditions expérimentales utilisées dans la préparation des liposomes 
encapsulant l’Eug ou l’HECG, des DCL et DCL2.  
 
Le débit de la préparation Q (ml/min) est calculé selon la formule suivante : Q=V/t avec V le 
volume total de la préparation (ml) et t le temps de la préparation (min). Le débit de la phase 
organique et celui de la phase aqueuse sont calculés de la même manière où V correspond 
respectivement au volume de la phase organique et celui de la phase aqueuse.  
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La vitesse tangentielle est le rapport entre le débit de la phase aqueuse et la surface d’entrée dans 
la membrane. Elle est calculée selon la formule suivante :     (m/s). 
Le flux transmembranaire est le rapport entre le débit de la préparation et la surface de la 
membrane. La surface de la membrane est calculée selon la formule suivante S= Πdl avec d et l 
sont respectivement le diamètre interne et la longueur de la membrane. L’unité du flux 
transmembranaire est donc une vitesse (m/s). 
 


T
ab
le
au
 1
4:
 C
on
di
tio
ns
 e
xp
ér
im
en
ta
le
s u
til
is
ée
s p
ou
r l
a 
pr
ép
ar
at
io
n 
de
s l
ip
os
om
es
 à
 g
ra
nd
e 
éc
he
lle
. 
 
 
Ph
/C
ho
l/E
u g
(m
/m
/m
) 
V
ol
um
e 
ph
as
e 
or
ga
ni
qu
e 
(m
l) 
V
ol
um
e 
ph
as
e 
aq
ue
us
e 
(m
l) 
R
ap
po
rt
 
ét
ha
no
l/e
au
 
(v
/v
) 
D
éb
it 
de
 la
 
pr
ép
ar
at
io
n 
(m
l/m
in
) 
D
éb
it 
de
 
la
 p
ha
se
 
or
ga
ni
qu
e 
(m
l/m
in
) 
V
ite
ss
e 
ta
ng
en
tie
lle
 
(m
/s
) 
Fl
ux
 
(m
/s
) 
Li
po
so
m
es
 
en
ca
ps
ul
an
t 
l’E
ug
 
ou
 
l’H
EC
G
 
C
on
ta
ct
eu
r à
 
m
em
br
an
e 
10
/5
/0
 
10
/5
/1
 
10
/5
/2
,5
 
20
0 
40
0 
0,
5 
10
00
 
33
0 
0,
39
 
4,
3 
x 
10
-3
 
Pi
lo
te
 
10
/5
/0
 
10
/5
/2
,5
 
10
00
 
20
00
 
0,
5 
46
2 
14
7 
0,
17
 
2 
x 
10
-3
 
D
C
L,
 
D
C
L 2
 
C
on
ta
ct
eu
r à
 
m
em
br
an
e 
10
/5
/0
 
10
/5
/2
,5
 
10
0 
20
0 
0,
5 
81
8 
27
0 
0,
35
 
3,
5 
x 
10
-3
 
 
 Ph
 : 
ph
os
ph
ol
ip
id
es
, C
ho
l :
 c
ho
le
st
ér
ol
. 
    

La phase organique constituée d’éthanol absolu, dans laquelle les phospholipides 
Phospholipon 90H ou Lipoid S100 (10 mg/ml) et le cholestérol (5 mg/ml) sont dissouts, 
est injectée à travers les pores de la SPG membrane au moyen d’une pompe Quattroflow 
1000S (Life Sciences, France) avec un débit indiqué dans le tableau 14. La phase aqueuse 
circule tangentiellement à la membrane à l’aide d’une pompe (Filtron, France) à une 
vitesse tangentielle indiquée dans le tableau 14. Les liposomes sont obtenus à une 
température supérieure à la température de transition des phospholipides, à 55 °C et 25 
°C respectivement pour le Phospholipon 90H et le Lipoid S100. Les liposomes se 
forment spontanément lorsque les deux phases entrent en contact à l’intérieur du module 
membranaire. Le système de pompes est arrêté dès que des bulles d’air atteignent le tube 
connectant la phase organique au module membranaire, ce qui indique que le volume 
initial de la phase organique est entièrement consommé. Les débits des deux phases sont 
réglés de manière à ce qu’elles passent en un temps identique. Les liposomes sont ensuite 
soumis sous agitation à 600 rpm à température ambiante pendant 15 min. Enfin, l’éthanol 
et une partie de l’eau sont éliminés sous pression réduite à l’aide d’un évaporateur rotatif 
(Rotavapor R-144, Büchi, Switzerland) à 40 °C. Les liposomes sont ensuite stockés à 4 
°C. Chaque lot est répété 3 fois.  
 
7.4.2.1.1. Formulations liposomiales 
Différentes formulations liposomiales sont préparées : 1) des liposomes témoins préparés 
en absence d’Eug et d’HECG en utilisant le Phospholipon 90H et le Lipoid S100 ; 2) des 
liposomes encapsulant l’Eug ou l’HECG préparés en ajoutant l’Eug ou l’HECG à deux 
concentrations différentes (1 et 2,5 mg/ml) dans la phase organique (200 ml éthanol) 
avant d’être injecté dans la phase aqueuse. Ces liposomes sont préparés en utilisant le 
Phospholipon 90H et le Lipoid S100 ; 3) des liposomes composés de Phospholipon 90H 
encapsulant les HP-β-CD libres. La phase aqueuse (200 ml) contient les HP-β-CD libres ; 
4) des liposomes composés de Phospholipon 90H encapsulant les complexes d’inclusion 
d’HP-β-CD/Eug ou d’HP-β-CD/HECG. La phase aqueuse (200 ml) contient 
respectivement les complexes d’inclusion d’HP-β-CD/Eug ou HP-β-CD/HECG. Des 
DCLs encapsulant l’Eug et l’HECG sont ainsi obtenus ; 5) des liposomes préparés par la 
technique de double encapsulation. L’Eug ou l’HECG est ajouté(e) dans la phase 
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organique (100 ml éthanol) à une concentration de 2,5 mg/ml et la phase aqueuse (200 
ml) contient les complexes d’inclusion d’HP-β-CD/Eug ou HP-β-CD/HECG. Des 
« double loaded liposomes » ou DCL2 sont ainsi obtenus. 
 
7.4.2.1.2. Régénération de la membrane 
A la fin de chaque expérience, la membrane est régénérée par circulation d’eau et 
d’éthanol. Cette étape est réalisée en la rinçant, dans un premier temps, avec 200 ml 
d’éthanol absolu dans le récipient contenant la phase organique et 400 ml d’eau ultra-
pure circulée tangentiellement à la membrane; et dans un second temps avec 200 ml 
d’eau ultra-pure et 400 ml d’eau ultra-pure circulée tangentiellement à la membrane. La 
perméabilité de la membrane est mesurée à une pression de 0,5 bar au début et à la fin de 
chaque expérience (pente du débit du perméat en fonction de la pression 
transmembranaire) et est vérifiée pour être autour de 90 % de sa valeur initiale. 
 
7.4.2.2. Pilote 
Les liposomes témoins et encapsulant l’Eug et l’HECG sont préparés par pilote équipé 
d'une membrane SPG pour l'injection de la phase organique dans la phase aqueuse 
(Figure 12 b, paragraphe 1.5.3) selon la méthode décrite par Charcosset et al., (2015) 
avec quelques modifications. Ce procédé a permis l’obtention de 3 L de liposomes. 
Les quantités adéquates de Phospholipon 90H (10 mg/ml), de cholestérol (5 mg/ml), 
d’Eug ou HECG (0 et 2,5 mg/ml) sont dissoutes dans la phase organique constituée 
d’éthanol absolu (1 L) à 55 °C. Un récipient supplémentaire contient la phase organique 
et le premier réacteur à double enveloppe de capacité 10 L équipé d’agitateur à hélice à 4 
pales contient la phase aqueuse (2 L) chauffée à 55 °C. La phase organique est poussée 
avec un débit de 147 ml/min à travers les pores de la membrane à l’aide d’une pompe 
(Quattroflow 1000S, Life Sciences, France). La phase aqueuse circule à l'intérieur de la 
membrane avec une vitesse tangentielle de 0,17 m/s au moyen d’une pompe péristaltique 
(Masterflex®, Cole Parmer, France). Durant la préparation, les suspensions liposomiales 
sont recueillies à la sortie de la membrane dans le deuxième réacteur à double enveloppe 
équipé d’agitateur à hélice à 4 pales. La vitesse d’agitation est réglée à 250 rpm. Les 
débits des deux phases sont réglés de manière à ce qu’elles passent en un temps 
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identique. Les suspensions liposomiales sont ensuite mises sous agitation magnétique à 
600 rpm pendant 15 min à température ambiante. Après agitation, la suspension 
liposomiale est divisée en deux lots identiques de 1.5 L. L’éthanol et une partie de l'eau 
sont éliminés par évaporation sous pression réduite directement sur le pilote (vitesse 
d'agitation 250 rpm) ou à l’aide d’un évaporateur rotatif. A la fin de l’expérience, la 
membrane est régénérée en circulant de l’eau et de l’éthanol comme indiquée ci-dessus 
(paragraphe 7.4.2.1.2. régénération de la membrane). Chaque lot est répété trois fois.  
 
7.4.2.2.1. Formulations liposomiales 
Différentes formulations liposomiales sont préparées : 1) des liposomes témoins 
composés de Phospholipon 90H préparés en absence d’Eug ou HECG et dont l’éthanol 
est éliminé à l’aide d’un évaporateur rotatif ; 2) des liposomes témoins composés de 
Phospholipon 90H préparés en absence d’Eug ou HECG et dont l’éthanol est éliminé par 
évaporation sous pression réduite directement sur le pilote ; 3) des liposomes composés 
de Phospholipon 90H encapsulant l’Eug et l’HECG à une concentration de 2,5 mg/ml, 
dont l’éthanol est éliminé à l’aide d’un évaporateur rotatif ; 4) des liposomes composés 
de Phospholipon 90H encapsulant l’Eug et l’HECG à une concentration de 2,5 mg/ml, 
dont l’éthanol est éliminé par évaporation sous pression réduite directement sur le pilote. 
 
7.5. Lyophilisation 
Ce procédé a été appliqué aux formulations suivantes constituées de Phospholipon 90H et 
préparées par la méthode d’injection d’éthanol: 1) des liposomes témoins ; 2) des 
liposomes encapsulant l’Eug ; 3) des liposomes encapsulant les HP-β-CD libres ; 4) des 
DCL encapsulant l’Eug ; 5) des DCL2 encapsulant l’Eug. 
Chaque lot de liposomes est préparé en trois exemplaires. Ces lots ont subi une 
ultracentrifugation à 100000 g pendant 1 h à 4 ºC. Le surnageant est jeté et le culot est 
dissous dans l'eau (environ 2 ml). Les culots sont ensuite congelés à -20 °C pendant la 
nuit. Ils sont lyophilisés dans des flacons en verre de capacité 10 ml avec des bouchons 
en caoutchouc à l’aide d’un lyophilisateur Cryonext 23020  (France) en subissant les 
étapes de lyophilisation suivantes : 1) l’étagère du lyophilisateur est pré-refroidie à -20 
°C. La température de l’étagère est ensuite descendue à -40 °C (rampe : -0,5 °C /min). Le 
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produit est stabilisé 30 min à -38 °C avant la mise sous vide ; 2) une dessiccation 
primaire est réalisée à une pression de 150 μbar pendant 3 h à -10 °C, puis la température 
de l’étagère est progressivement augmentée à 5 ºC pendant 6 h à 250 μbar, pour atteindre 
finalement 10 ºC à 350 μbar pendant 9 h. La température est ajustée de sorte que la 
température du produit à lyophiliser est supérieure à la température de sublimation de 
l’eau ; 3) une dessiccation secondaire est appliquée pendant 10 h à 20 °C à une pression 
de 100 μbar ; 4) les flacons sont enfin retirés du lyophilisateur et fermés avec leurs 
bouchons et stockés à 4 °C ; 5) les liposomes lyophilisés sont reconstitués dans l'eau 
ultra-pure à leur volume d'origine (15 ml) avant leur caractérisation. 
 
Afin de garantir une meilleure résistance des liposomes à la lyophilisation, différents 
cryoprotecteurs ont été testés comme : le saccharose, le tréhalose, la maltodextrine et 
l’HP-β-CD. D’autres molécules comme l’alcool cétylique et la stéarylamine ont été 
également testées. Les cryoprotecteurs ont été ajoutés dans des proportions variables, soit 
pendant la préparation dans une des deux phases en fonction du cryoprotecteur et de sa 
solubilité, soit après la préparation c’est-à-dire après l’évaporation de l’éthanol. 
Ainsi, le saccharose, le tréhalose et les maltodextrines 6D et 19D sont ajoutés dans des 
rapports massiques sucre : phospholipide 6:1 et 8:1 après et pendant la préparation; l’HP-
β-CD est ajoutée dans des rapports massiques sucre : phospholipide 8:1 et 16:1 pendant 
la préparation, 6:1 et 12:1 après la préparation ; la stéarylamine est ajoutée à des 
concentrations de 0,5 ; 1 ; 2 et 3 mg/ml pendant la préparation des liposomes. L’alcool 
cétylique est ajouté pendant la préparation des liposomes dans la phase organique à une 
concentration de 0,5 ; 1,5 et 1,7 %.  
7.6. Caractérisation des liposomes  
7.6.1. Mesure de taille et d’indice de polydispersité par diffusion dynamique de la 
lumière (DLS : Dynamic Light Scattering) 
La diffusion dynamique de la lumière est utilisée pour déterminer la taille et l’indice de 
polydispersité (pdI) des différentes préparations liposomiales. L’appareil utilisé est un 
Malvern Zetasizer Nano-series (Malvern Instruments Zen 3600, Malvern, UK) équipé 
d’un logiciel DTS (nano) de version 5.10. Les liposomes témoins et encapsulant l’Eug et 
l’HECG sont analysés sans dilution ni filtration. Des dilutions de 10 fois dans l’eau ultra-
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pure sont faites sur les suspensions des liposomes encapsulant les complexes d’inclusion 
HP-β-CD/Eug ou HP-β-CD/HECG. Des mesures du diamètre moyen (nm) et de pdI de 
chaque lot sont répétées 3 fois à 25 °C. Le diamètre moyen et le pdI sont estimés à partir 
des fonctions d'autocorrélation par une analyse cumulative, et exprimés comme la 
moyenne ± écart-type. 
 
7.6.2. Détermination du potentiel zêta  
Le potentiel zêta est déterminé en utilisant le même appareil Malvern Zetasizer Nano-
series et est calculé en se basant sur la théorie de la mobilité éléctrophorétique (Sze et al., 
2003). Les liposomes témoins et encapsulant l’Eug et l’HECG sont analysés sans dilution 
ni filtration mais ceux encapsulant les complexes d’inclusion HP-β-CD/Eug ou HP-β-
CD/HECG sont dilués 10 fois avec l’eau ultra-pure. Les mesures sont faites 3 fois à 25 
°C après 2 minutes d’équilibre. Les résultats sont représentés comme étant la moyenne 
des 3 mesures ± écart-type. 
 
7.6.3. Détermination de l’efficacité d’encapsulation des constituants de l’huile 
essentielle de clou de girofle dans les liposomes par HPLC 
Une méthode de dosage par HPLC est mise au point pour déterminer l’efficacité 
d’encapsulation des constituants de l’HECG (Eug, Eug-Ac, Crph) dans les liposomes. 
Ainsi, des aliquots sont prélevés à partir des suspensions liposomiales pour déterminer la 
concentration totale des constituants de l’HECG ([constituant de l’HECG]total). D’autres 
sont prélevés du surnageant obtenu soit par ultracentrifugation des suspensions 
liposomiales à 100 000 g pendant 1 h et à 4 °C ou bien par centrifugation à travers des 
filtres de cellulose à 15 000 rpm pendant 1 h et à 4 °C pour déterminer la concentration 
des constituants de l’HECG libre (constituant de l’HECG]libre). 
Les solutions mères de l’Eug (1 mg/ml), l’Eug-Ac (1 mg/ml), le Crph (1 mg/ml) et de 
l’étalon interne, le thymol (1 mg/ml) sont préparées dans du méthanol. Pour la 
préparation de la gamme étalon, des aliquots prélevés de chaque solution mère sont dilués 
dans le méthanol afin d’obtenir une gamme de solutions de concentrations allant de 1 à 
100 μg/ml. Une solution fille de thymol est préparée à partir de la solution mère (1 
mg/ml) dans le méthanol pour obtenir une concentration de 100 μg/ml. 
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Ensuite, 100 μl de chaque solution de la gamme étalon (Eug, Eug-Ac et Crph), des 
suspensions liposomiales ou du surnageant sont ajoutés à 100 μl de thymol (100 μg/ml) et 
200 μl de méthanol sont ensuite ajoutés. Puis, les échantillons subissent une sonication 
pendant 30 min à température ambiante pour garantir la solubilisation complète des 
liposomes et la libération de leur contenu. Cette étape est suivie d’une centrifugation à 15 
000 rpm pendant 15 min à 4 °C. 250 μl sont prélevés du surnageant dont 20 μl sont 
analysés par HPLC en utilisant une colonne analytique Zorbax eclipse XDB-C18 de 
dimension (4,6x150mm, 5 μm) (Agilent). Pour le dosage de l’Eug, la phase mobile est un 
mélange de méthanol et d’eau (70/30). Pour le dosage de l’HECG, un gradient d'élution a 
été réalisé en faisant varier les proportions d'eau et de méthanol. La phase mobile débute 
(t=0) par un mélange méthanol/eau (70/30) pendant 10 min, ensuite ce rapport augmente 
pendant 4 min (t=14 min) pour atteindre un rapport méthanol/eau de 95/5, qui est 
maintenu pendant 11 min (t=25 min). Finalement, la colonne est stabilisée durant 5 min 
aboutissant à un temps d'analyse total de 30 min. Le débit est de 1 ml/min et la longueur 
d’onde est de 204 nm. Le dosage des constituants de l’HECG dans le surnageant et dans 
la suspension liposomiale est répété trois fois pour chaque lot. L’efficacité 
d’encapsulation est calculée en utilisant l’équation suivante : 
EE (%) =
[constituant de l'HECG]total -[constituant de l'HECG]libre
[constituant de l'HECG]total
 ×  100
                        (1) 
 
7.6.4. Détermination du rendement d’encapsulation de l’Eug 
Le rendement d’encapsulation ou « loading rate » de l’Eug est calculé selon l’équation 
suivante : 
Rendement d'encapsulation (%) =
Masse de l'Eug incorporé dans les liposomes
Masse de l'Eug initialement ajoutée
 ×  100
      (2) 
La masse de l’Eug incorporé dans les liposomes est obtenue par soustraction de la masse 
de l'Eug libre de la masse totale de l'Eug en suspension liposomiale.  
Dans le cas des liposomes préparés par la technique de double encapsulation, la masse 
initiale de l’Eug est la somme de la masse de l’Eug ajoutée dans la phase organique et 
celle ajoutée en tant que complexe d'inclusion HP-β-CD/Eug qui est déterminée par 
HPLC selon le protocole décrit dans le paragraphe 7.6.3. 
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7.6.5. Dosage des phospholipides 
La concentration en phospholipide des liposomes est déterminée en utilisant la méthode 
de Bartlett (Bartlett, 1959) qui se base sur le principe de dégradation des molécules 
organiques par chauffage intense en présence d’acide sulfurique concentré. L’oxydation 
du phosphate organique en phosphate inorganique est favorisée par la présence du 
peroxyde d’hydrogène. L'addition de molybdate d'ammonium complexe le phosphate 
inorganique en un complexe phosphomolybdique qui est réduit en un composé bleu par 
l'aminonaphtylsulfonate. 
Une solution mère de dihydrogénophosphate de potassium de concentration 3,2 μmol/ml 
est préparée dans l’eau ultra-pure. Des aliquots sont prélevés à partir de la solution mère 
et dilués dans l’eau ultra-pure afin d’obtenir une gamme de solutions de 
dihydrogénophosphate de potassium de concentrations allant de 0,064 à 0,416 μmol/ml. 
La courbe d’étalonnage est obtenue en traçant l’absorbance correspondante en fonction la 
concentration de dihydrogénophosphate de potassium. 
Le dosage des phospholipides est réalisé pour les suspensions liposomiales et pour les 
surnageants obtenus après ultracentrifugation à 100 000 g pendant 1 h à 4 °C. Des 
dilutions de 50 et 10 fois dans de l’eau ultra-pure sont effectuées respectivement pour les 
suspensions de liposomes contenant l’Eug et l’HECG et leurs surnageants. 500 μl de 
chaque échantillon (suspension liposomiale, surnageant et solution de 
dihydrogénophosphate de potassium) ont été prélevés et mélangés avec l’acide sulfurique 
5M (400 μl) et l’ensemble est chauffé pendant 1 h à 200 °C. Après refroidissement à 
température ambiante, le peroxyde d’hydrogène 10 % (100 μl) est ajouté et le mélange est 
chauffé à 200 °C pendant 30 min jusqu'à l’obtention d’une solution claire. Après 
refroidissement à température ambiante, le molybdate d’ammonium (4,6 ml) est ajouté et 
le tube est agité vigoureusement par vortex. Dans une dernière étape, l’acide 4-amino-3-
hydroxyl-1-naphtalène sulfonique (200 μl) est ajouté. Après agitation par vortex, 
l’ensemble est mis dans un bain-marie bouillant pendant 15 min. Après refroidissement à 
température ambiante, l’absorbance est mesurée à 815 nm par un spectrophotomètre 
Nicolet Evolution 300 (Thermo electron corporation, Angleterre). Chaque tube est 
préparé trois fois. Le taux d’incorporation de phospholipides dans les liposomes est 
calculé selon l’équation suivante :  
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[PO43- ]liposomes (%) =
[PO43- ]t -[PO43- ]sur
[PO43- ]t
 ×  100
                 (3) 
[PO43-]t et [PO43-]sur sont respectivement les concentrations des phospholipides dans les 
suspensions liposomiales et les surnageants. 
L’encapsulation pondérée de l’Eug (mole d’Eug/mole de phospholipides) est ainsi 
déduite. 
 
7.6.6. Observation morphologique par microscopie électronique à transmission 
(TEM : Transmission Electron Microscopy)  
Une goutte de suspension de liposomes est déposée sur une grille de cuivre revêtue de 
carbone. Après 2 min, l’excès de liquide est éliminé à l’aide d’un papier filtre. 
L’application d’une solution de contrastant de silicotungstate de sodium 1 % aboutit à 
l’apparition d’une coloration négative après 30 s à 1 min. L’excès de la solution de 
silicotungstate de sodium est éliminé à l’aide d’un papier filtre. La grille est séchée à 
température ambiante et ensuite observée au microscope électronique à transmission 
(Philips CM120, Eindhoven, Netherlands) au Centre Technologique des Microstructures 
(CTμ) à l'Université de Lyon (Villeurbanne, France). Les images sont prises à une 
accélération de 80 kV.  
 
7.6.7. Etude de la stabilité des liposomes 
7.6.7.1. Stabilité physico-chimique 
Les liposomes témoins et encapsulant l’Eug et l’HECG préparés par la méthode 
d’injection d’éthanol ont été stockés dans des tubes en verre à 4 °C pendant 2 mois et 
ceux préparés par contacteur à membrane et pilote ont été stockés à 4 °C et à 25 °C 
pendant 2 mois. Les liposomes encapsulant les complexes d’inclusion et ceux préparés 
par la technique de double encapsulation ont été stockés à 4 °C pendant 1 mois. La 
stabilité physico-chimique est évaluée en comparant le diamètre moyen des vésicules, le 
pdI, le potentiel zêta et l’efficacité d’encapsulation des constituants de l’HECG après 1 
ou 2 mois à ceux obtenus au jour de la préparation. 
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7.6.7.2 Photostabilité de l’Eug sous forme libre et encapsulée 
Les suspensions liposomiales préparées à une concentration d'Eug de 2,5 mg/ml subissent 
une ultracentrifugation à 100 000 g pendant 1 h à 4 °C. Le surnageant est jeté et le culot 
est dissous dans l'eau. 100 μl sont prélevés à partir de la suspension obtenue et analysés 
par HPLC comme décrit ci-dessus pour déterminer la concentration de l'Eug dans les 
liposomes. Les suspensions sont diluées de nouveau dans l'eau pour aboutir à une 
concentration finale en Eug égale à 400 μg/ml. 
 
Les solutions aqueuses de l’Eug libre (400 μg/ml) et les suspensions liposomiales 
encapsulant l’Eug (400 μg/ml) sont transférées dans des cuvettes en quartz et exposées au 
rayonnement UVC pendant 96 h. D'autre part, les solutions aqueuses de l’Eug libre (400 
μg/ml) sont maintenues à l'obscurité pour la même période. 100 μL de chaque solution ou 
suspension liposomiale sont prélevés à des intervalles de temps différents (0, 1, 2, 4, 6, 8, 
10, 24, 30, 34, 48, 54, 58, 72, 78, 82 et 96 h) et la concentration de l’Eug est déterminée 
par HPLC selon la méthode décrite dans le paragraphe 7.6.3. L’étude de photostabilité est 
répétée trois fois. Les résultats sont exprimés en tant que pourcentage d’Eug restant, en 
utilisant l'équation suivante: 
Eug restant (%) =
Ct
C0
 ×  100
                         (4) 
Ct et C0 sont respectivement les concentrations de l’Eug au temps t et à t0. 
 
7.6.8. Détermination de l’activité anti-oxydante de l’Eug et l’HECG libres et 
encapsulés par piégeage du DPPH• 
L’activité anti-oxydante par piégeage du radical DPPH• est déterminée en utilisant la 
méthode de Brand-Williams et al. (1995) avec quelques modifications. Différentes 
formulations sont testées : 1) des solutions aqueuses de l’Eug et de l’HECG libres ; 2) des 
liposomes encapsulant l’Eug en utilisant les trois types de phospholipides; 3) des 
complexes d’inclusion HP-β-CD/Eug et HP-β-CD/HECG ; 4) des liposomes encapsulant 
les complexes d’inclusion HP-β-CD/Eug et HP-β-CD/HECG ; 5) des DCL2 encapsulant 
l’Eug et l’HECG. 
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La concentration de l’Eug dans les culots obtenus par ultracentrifugation de ces 
liposomes est déterminée comme c’est décrit dans le paragraphe 7.6.7.2. Les complexes 
d’inclusion HP-β-CD/Eug et HP-β-CD/HECG subissent une sonication pendant 30 min à 
température ambiante, puis sont analysés par HPLC afin de déterminer la concentration 
de l'Eug dans ces complexes. Tous les échantillons sont dilués dans l'eau pour aboutir à 
une concentration finale en Eug égale à 400 μg/ml. 
1 ml de chaque solution ou de suspension (400 μg/ml) sont mélangés avec 2 ml de la 
solution éthanolique de DPPH• (0,125 mM) fraîchement préparée. Le mélange est incubé 
pendant 1 h à 25 °C à l'obscurité et ensuite centrifugé à 15 000 rpm pendant 30 min. Le 
surnageant est prélevé et l'absorbance est mesurée à 517 nm en utilisant un 
spectrophotomètre Nicolet evolution 300 (Thermo electron corporation, Angleterre). 
Les échantillons qui serviront comme contrôle pour les solutions aqueuses de l’Eug ou 
l’HECG libre et les complexes d’inclusion HP-β-CD/Eug et HP-β-CD/HECG sont 
préparés par mélange de 1 ml d'eau ultra-pure avec 2 ml de la solution éthanolique de 
DPPH•. Ceux qui serviront comme contrôle pour les liposomes encapsulant l’Eug, les 
DCL et DCL2 sont préparés respectivement par mélange de 1 ml de liposomes témoins ou 
des liposomes contenant les HP-β-CD libres avec 2 ml de la solution éthanolique de 
DPPH•. L’activité anti-oxydante de chaque échantillon est répétée trois fois et représentée 
par le pourcentage de piégeage du radical DPPH• par l’Eug ou « scavenging activity » 
comme suit : 
100
0
1SA%  x 
A
sA
⎟
⎟
⎠
⎞
⎜
⎜
⎝
⎛
−=
                     (5)
 
SA, As et A0 représente respectivement « scavenging activity », l’absorbance de 
l’échantillon et l’absorbance du control.  
 
7.7. Analyse statistique 
Afin d’évaluer les différences significatives entre les caractéristiques de différentes 
formulations liposomiales, le T-test (independent samples T-test) est effectué avec 
p<0,05 (résultat statistiquement significatif). Le test d’analyse de la variance (ANOVA) 
est utilisé pour évaluer les différences significatives entre l’activité anti-oxydante de 
l’Eug libre, l’HECG libre et leurs formes encapsulées.  
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Chapitre 8 : Résultats et Discussion 
 
Les résultats obtenus au cours de ce travail de thèse sont présentés dans ce chapitre et discutés en 
regard à la littérature. Nous commençons tout d’abord par présenter l’effet des différents 
paramètres testés pour aboutir à la formulation liposomiale optimale (Sebaaly et al., soumis). 
Nous présentons ensuite les caractéristiques physico-chimiques, l’étude de stabilité physico-
chimique, de photostabilité et l’activité anti-oxydante de l’Eug des liposomes préparés par la 
méthode d’injection d’éthanol à petite échelle (Sebaaly et al., 2015a). Nous présentons ensuite 
les résultats concernant les liposomes préparés par contacteur à membrane et pilote en les 
comparant à ceux obtenus à petite échelle (Sebaaly et al., 2015b). Nous terminons ce chapitre par 
les résultats relatifs aux liposomes encapsulant les complexes d’inclusion de l’HECG et l’Eug 
comparés à une simple incorporation dans les liposomes (Sebaaly et al., 2016) et ceux de la 
lyophilisation (Sebaaly et al., 2016; Sebaaly et al., soumis).  
 
8.1. Optimisation des liposomes à petite échelle : effet de différents paramètres sur la taille 
et l’indice de polydispersité des liposomes préparés par injection d’éthanol 
8.1.1. Effet de la concentration en phospholipides en absence du cholestérol 
Nous avons choisi le Phospholipon 80H comme modèle de phospholipides. Une concentration de 
50 mg/ml en Phospholipon 80H a été tout d’abord testée puisqu’elle a été démontrée optimale 
pour la préparation de liposomes constitués des phospholipides de type EPC (Jaafar-Maalej et 
al., 2010). A cette concentration, les Phospholipon 80H n’étaient pas solubles dans l'éthanol, et 
une agrégation des phospholipides est obtenue. La formation de larges vésicules est également 
obtenue à une concentration en EPC supérieure à 60 mg/ml (Jaafar-Maalej et al., 2010). En 
utilisant un mélange de phospholipides insaturés EPC et EPG, Gentine et al., 2012 ont montré 
que la concentration en lipides ne doit pas dépasser 20 à 25 mM en raison de leur limite 
solubilité dans les solvants organiques utilisés. Nous avons par la suite diminué la concentration 
en phospholipides de 50 à 10 mg/ml, ce qui a entraîné une diminution de la taille des vésicules. 
 
8.1.2. Effet du cholestérol 
Le cholestérol est souvent incorporé dans les liposomes puisqu’il améliore leur stabilité (Raffy et 
al., 1999 ; Tseng et al., 2007). Nous avons ainsi ajouté le cholestérol aux formulations 
liposomiales à différents rapports massiques phospholipide:cholestérol (10:0, 10:3 et 10:5) afin 

d'améliorer leur homogénéité. En se basant sur les résultats obtenus par granulométrie, des larges 
et polydisperses liposomes sont obtenus en absence et en présence de 30 % de cholestérol 
(Figures 34 a et b). Les liposomes contenant 50 % du cholestérol ont montré une bonne 
homogénéité et reproductibilité (Figure 34 c) 
 
 
 
 
 
Figure 34: Taille des liposomes obtenue par granulométrie à différents rapports 
phospholipide:cholestérol 10:0 (a); 10:3 (b) et 10:5 (c). 
 
La taille et le pdI des liposomes obtenus par DLS en absence et présence de cholestérol (Tableau 
15) ont confirmé les résultats de granulométrie. Les liposomes ne contenant pas de cholestérol 
ont une taille et un pdI respectivement de l’ordre de 323 ± 48 nm et 0,30 ± 0,06 (Tableau 15). 



L’ajout de ce dernier aux formulations dans un rapport massique de 50 % entraîne une 
diminution significative de la taille et du pdI des liposomes (Tableau 15). Une faible valeur de 
pdI est obtenue lors de la préparation des liposomes avec un rapport molaire de DPPC:Chol 
10:2,8 (0,18 ± 0,02) par rapport à celle obtenue dans les liposomes constitués de DPPC 
uniquement (0,24 ± 0,02) (Kyrikou et al., 2005). Le pdI des liposomes constitués de SPC:Chol 
dans un rapport molaire 10:6 est de 0,09 ± 0,003, inférieur à celui obtenu dans les liposomes 
constitués de SPC uniquement (0,12 ± 0,001) (Parmentier et al., 2012). De ce fait, 50 % du 
cholestérol est ajouté aux formulations dans les expériences suivantes. De plus, la présence du 
cholestérol dans les liposomes constitués du DPPC améliore leur stabilité à 4 °C après un mois 
de stockage (Kyrikou et al., 2005). 
 
Tableau 15 : Effet du cholestérol sur la taille, le pdI et le potentiel zêta des liposomes. 
 
Phospholipide:Chol 
(masse/masse) 
Taille ± SD 
(nm) 
pdI± SD Potentiel zêta (mV) 
± SD 
10:0 323 ± 48 0,30 ± 0,06 -40,1 ± 3,4 
10:3 171 ± 32* 0,29 ± 0,02 -39,5 ± 2,7 
10:5 210 ± 26* 0,25 ± 0,02 -33,2 ± 2,3 
 
8.1.3. Effet de la concentration en phospholipides en présence du cholestérol 
L’effet de différents paramètres comme la concentration en phospholipides, la vitesse d’agitation 
de la phase aqueuse, le rapport volumique éthanol:eau et la vitesse d’injection de la phase 
organique sur la taille et le pdI des liposomes est présenté dans le Tableau 16. 
Les volumes des deux phases aqueuse et organique sont maintenus constants tandis que la 
concentration en phospholipides est modifiée (10, 20 et 30 mg/ml) afin d'étudier l’influence de 
ce paramètre sur la taille des vésicules.  
 
L'augmentation de la concentration en phospholipides Phospholipon 80H de 10 à 30 mg/ml 
induit une augmentation significative de la taille et du pdI des liposomes (Tableau 16). Des 
résultats similaires ont été obtenus en utilisant différents types de phospholipides DMPC ou 
DPPC (Pradhan et al., 2008), DPPC en combinaison avec DPPG (Gentine et al., 2012), Lipoid 
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S100 (Pons et al., 1993 ; Yang et al., 2012), EPC (Jaafar-Maalej et al., 2010 ; Yang et al., 2012), 
EPC en combinaison avec EPG (Gentine et al., 2012), POPC (Domazou et al., 2002 ; Stano et 
al., 2004), SPC (Justo et al., 2005) et Lipoid S75 (Yang et al., 2012). De plus, de nombreuses 
études ont montré que les suspensions liposomiales deviennent polydisperses à des 
concentrations élevées en lipides (Domazou et al., 2002 ; Yang et al., 2012, Gentine et al., 2012). 
En outre, la tendance des liposomes à s'agréger au cours de leur formation augmente avec la 
concentration élevée en lipides (Yang et al., 2012). Ce phénomène peut également entraîner une 
distribution de taille plus large. 
 
Lasic et al. (1988) ont élucidé le mécanisme de formation des vésicules par la méthode 
d'injection d'éthanol. Au cours de la diffusion de l'éthanol dans la phase aqueuse, les 
phospholipides dissous dans la phase organique se regroupent à l’interface phase aqueuse/phase 
organique et forment des structures intermédiaires appelées fragments de bicouches planes (BPF) 
qui eux-mêmes en fusionnant forment des vésicules. Ce mécanisme est expliqué plus en détail 
par Yang et al. (2012) où une augmentation de la concentration en lipides dans la phase 
organique entraîne une forte concentration en BPF. Par conséquent, la courte distance entre les 
BPFs augmente la possibilité de formation de grandes vésicules en facilitant leur coalescence 
(Yang et al., 2012). Ceci peut expliquer l'augmentation de la taille des vésicules quelque soit le 
type de phospholipide utilisé. 
 
Par conséquent, la concentration en phospholipides et en cholestérol est fixée respectivement à 
10 et 5 mg/ml vue l’homogénéité de la population liposomiale obtenue. 
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Tableau 16 : Effet des différents paramètres sur la taille et le pdI des liposomes constitués de 
Phospholipon 80H. 
Paramètres Taille des vésicules  
± SD (nm) 
pdI ± SD 
Phospholipides: Chol 
(mg/ml: mg/ml) 
10:5 210 ± 26 0,25 ± 0,02 
20:10 323 ± 19* 0,28 ± 0,01 
30:15 356 ± 87* 0,47 ± 0,13 
 
 
Vitesse d’agitation de la 
phase aqueuse (rpm) 
100 272 ± 34 0,21 ± 0,02 
200 236 ± 7 0,24 ± 0,02 
400 210 ± 26 0,25 ± 0,02 
600 144 ± 7 0,22 ± 0,02 
800 127 ± 4 0,23 ± 0,002 
1000 103 ± 7 0,21 ± 0,02 
Rapport volumique 
éthanol: eau (v/v) 
0,25 (10 ml: 40 ml) 190 ± 16 0,23 ± 0,01 
0,5 (10 ml: 20 ml) 210 ± 26 0,25 ± 0,02 
1 (10 ml: 10 ml) 378 ± 30 0,29 ± 0,04 
Vitesse d’injection de la 
phase organique 
(ml/min) 
0,5 203 ± 6 0,26 ± 0,02 
1 210 ± 26 0,25 ± 0,02 
1,5 208 ± 10 0,25 ± 0,02 
2 209 ± 11 0,25 ± 0,02 
 
8.1.4. Effet de la vitesse d’agitation de la phase aqueuse 
Au cours de l'injection de la phase organique, la vitesse d’agitation de la phase aqueuse est variée 
entre 100 et 1000 rpm. Une augmentation de l'intensité du mélange entre les phases organique et 
aqueuse entraîne une diminution significative de la taille des vésicules (Tableau 16). Des 
résultats similaires ont été obtenus dans plusieurs études (Szoka et al., 1996 ; Justo et al., 2005 ; 
Jaafar-Maalej et al., 2010). De plus, une forte agitation ne montre pas un effet sur l'homogénéité 
du système puisque la valeur de pdI ne varie pas dans la gamme de vitesse d'agitation utilisée. En 
fait, l'intensité de la vitesse d'agitation détermine l'organisation et le mouvement des molécules 
de lipides dans la phase aqueuse (Szoka et al., 1996). Une agitation rapide entraîne une auto-
organisation des phospholipides, empêchant leur agrégation et la formation de grandes vésicules. 
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La vitesse d'agitation de 400 rpm a été choisie pour les expériences suivantes, pour un 
compromis entre la taille et le pdI des vésicules formées. 
 
8.1.5. Effet du rapport volumique éthanol/eau 
Pour étudier l'effet du rapport volumique éthanol/eau sur la taille et le pdI des liposomes, 
différents rapports ont été utilisés 0,25; 0,5 et 1 (v/v). L'augmentation du rapport en volume 
éthanol/eau de 0,25 à 1 produit une légère augmentation de la taille et du pdI des liposomes 
constitués de Phospholipon 80H (Tableau 16). En variant le rapport éthanol/eau de 0,2 à 0,6 
(v/v), une augmentation de la taille des vésicules constituées de SPC est également obtenue 
(Maitani et al., 2001). La variation du rapport éthanol/eau entre 0,1 et 1 (v/v) n'a pas provoqué 
une variation importante de la taille des liposomes constitués d’EPC (Jaafar-Maalej et al., 2010). 
Cependant, Yang et al. (2012) ont montré, en utilisant l’EPC, le Lipoid S75 et le Lipoid S100, 
que la taille des liposomes augmente pour un rapport éthanol/tampon phosphate supérieur à 0,2 
(v/v), pour former des agrégats (> 500 nm) à un rapport de 0,5 (v/v). Il est important de noter que 
Yang et al. (2012) ont utilisé une concentration de lipides (40 mg/ml) supérieure à celle utilisée 
dans notre étude (10 mg/ml) expliquant la différence avec nos résultats.  
Un rapport volumique éthanol/eau de 0,5 est choisi pour les expériences suivantes. Par rapport au 
rapport volumique de 0,25 qui conduit à des résultats similaires en termes de taille et de pdI, le 
rapport de 0,5 éthanol/eau permet de produire une suspension plus riche en liposomes. 
 
8.1.6. Effet de la vitesse d’injection de la phase organique 
La vitesse d'injection de la phase organique est variée entre 0,5 et 2 ml/min en la contrôlant à 
l’aide d’une pompe péristaltique. Les liposomes ont montré une distribution de taille similaire 
avec un pdI autour de 0,25 et un diamètre moyen autour de 210 nm (Tableau 16). Par 
conséquent, la vitesse d'injection ne montre pas d’effet ni sur la taille ni sur le pdI des liposomes. 
Des résultats similaires ont été obtenus en utilisant différents types de phospholipides (Kremer et 
al., 1977 ; Pons et al., 1993 ; Szoka et al., 1996 ; Jaafar-Maalej et al., 2010 ; Song et al., 2011). 
La technique d'injection du solvant repose sur la diffusion du solvant de la phase organique en 
phase aqueuse et non pas sur la vitesse d'injection de la phase organique dans la phase aqueuse 
(Schubert et al., 2003). Toutefois, une faible vitesse d’injection peut provoquer une oxydation 
rapide des lipides et une distribution variable de tailles de particules résulte d’une vitesse 
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d’injection rapide (Song et al., 2011). Par conséquent, la vitesse d'injection est fixée à la valeur 
intermédiaire de 1 ml/min. 
 
8.2. Effet de la composition et de l’hydrogénation des phospholipides sur la taille, le pdIet le 
potentiel zêta des liposomes témoins 
En utilisant les conditions expérimentales optimales obtenues ci-dessus (concentration en 
phospholipides 10 mg/ml, concentration en cholestérol 5 mg/ml, vitesse d’agitation 400 rpm, 
rapport éthanol/eau 0,5 (v/v) et vitesse d’injection 1 ml/min), les liposomes témoins sont 
préparés par la méthode d’injection d’éthanol. Nous avons utilisé les phospholipides hydrogénés 
(Phospholipon 80H, Phospholipon 90H) et non-hydrogénés (Lipoid S100) en association avec le 
cholestérol afin de déterminer l'effet de l'hydrogénation et de la composition des phospholipides 
sur les caractéristiques et la stabilité des liposomes préparés. 
 
Les tableaux 17, 18 et 19 présentent respectivement les caractéristiques des liposomes constitués 
de Phospholipon 80H, Phospholipon 90H et Lipoid S100 préparés à petite échelle. Des 
différences significatives sont observées entre les différents lots de liposomes, indiquant que la 
taille des vésicules dépend de la composition de la bicouche. En effet, les liposomes témoins 
constitués de Phospholipon 90H ont montré une taille moyenne de l’ordre de 275 ± 22 nm, 
supérieure à celle des liposomes témoins constitués de Phospholipon 80H (210 ± 26 nm) et de 
Lipoid S100 (225 ± 16 nm) (Tableaux 17, 18 et 19). En fait, les Phospholipon 80H et 
Phospholipon 90H hydrogénés contiennent diverses quantités de phosphatidylcholine (78,9 et 90 
% respectivement), la même quantité de lysophosphatidylcholine (environ 4 %) et ils diffèrent 
par leur teneur en phosphatidyléthanolamine (PE). Ce dernier composé entre seulement dans la 
composition du Phospholipon 80H sous forme de phospholipides et lysophospholipides. La 
nature des groupements des têtes polaires des phospholipides peut affecter d’une manière 
significative la courbure de la membrane et par la suite la taille de vésicules (McMahon et al., 
2005). 
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De plus, les valeurs de potentiel zêta diffèrent dans les trois types de vésicules. Les liposomes 
témoins constitués de Phospholipon 90H ont montré une valeur de potentiel zêta légèrement 
négative de -5,5 ± 1,7 mV (Tableau 18) qui était en accord avec Castangia et al. (2013) (-6 ± 2 
mV). Ceux constitués de Lipoid S100 possèdent une faible valeur de potentiel zêta de -3,9 ± 1,9 
mV (Tableau 19) et sont en accord avec les données récemment publiées par Badran et al., 
(2013) (-3,7 ± 0,45 mV). En revanche, les liposomes témoins constitués de Phospholipon 80H 
ont montré un potentiel zêta négatif autour de -33,2 ± 2,3 mV (Tableau 17). La présence de PE 
dans la composition du Phospholipon 80H peut expliquer la valeur élevée du potentiel zêta 
comparée aux Phospholipon 90H et Lipoid S100. En outre, Roy et al. (1998) ont montré une 
relation linéaire entre le potentiel zêta et la concentration en PE, expliquant ainsi les différences 
dans les valeurs de potentiel zêta des trois lots de liposomes. 
 
D’autre part, la présence d’une charge à la surface des liposomes empêche leur agrégation 
(Wiacek et al., 1999 ; Lyklema et al., 1987). Une charge membranaire neutre aboutit à des 
liposomes de plus grande taille (Roy et al., 1998, Gentine et al., 2012 ; Srisuk et al., 2012). Cela 
pourrait également expliquer la plus faible taille des vésicules obtenue dans le cas des liposomes 
constitués de Phospholipon 80H par rapport aux autres types de phospholipides. 
 
Par ailleurs, les liposomes témoins possèdent une distribution de taille assez homogène (pdI ≤ 
0,25) (Tableaux 17, 18 et 19). La plus faible valeur de pdI (0,12 ± 0,02) (Tableau 18), et donc la 
meilleure homogénéité, est obtenue avec les liposomes à base de Phospholipon 90H. Les 
liposomes témoins constitués de Lipoid S100 possèdent un pdI de 0,21 ± 0,03 (Tableau 19), 
tandis qu’un pdI plus élevé de l’ordre de 0,36 est obtenu pour les liposomes préparés avec le 
Lipoid S100 en absence du cholestérol par la méthode d'injection d'éthanol (Karn et al., 2011). 
Ce résultat peut également confirmer que l'addition du cholestérol pourrait produire une 
suspension liposomiale plus homogène. 
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8.3. Effet de l’eugénol et de l’HECG sur les caractéristiques des liposomes 
L’Eug et l’HECG sont ajoutés à différentes concentrations allant de 1 à 15 mg/ml afin de 
déterminer leur effet sur les caractéristiques des liposomes.  
Par rapport aux liposomes témoins, une augmentation significative de la taille des liposomes est 
obtenue à une concentration en Eug de 2,5 mg/ml (Tableaux 17, 18 et 19). A une concentration 
en Eug de 5 mg/ml, la taille des liposomes a continué à augmenter pour les phospholipides 
Phospholipon 80H et Phospholipon 90H (Tableaux 17 et 18), tandis qu'une large distribution de 
taille (pdI> 0,4) est obtenue avec le Lipoid S100. C’est ainsi que la plus forte concentration en 
Eug pour les liposomes constitués de Lipoid S100 est de 2,5 mg/ml (Tableau 19). La taille de 
Phospholipon 80H-liposomes augmente avec une concentration croissante en Eug de 7,5 à 15 
mg/ml (Tableau 17). Un diamètre moyen supérieur à 800 nm et une distribution de taille très 
large (pdI> 0,5) sont obtenus pour les Phospholipon 90H-liposomes à une concentration en Eug 
de 7,5 mg/ml. Cette distribution de taille relativement large peut être attribuée à la formation de 
vésicules géantes ou des agrégats des liposomes (Domazou et al., 2002). Ainsi, lorsque la taille 
des vésicules est supérieure à 800 nm et/ou la valeur de pdI est au-dessus de 0,4, aucun ajout 
supplémentaire de l’Eug n’est effectué. L'accumulation de composés lipophiles dans la partie 
hydrophobe de la membrane perturbe les interactions entre les chaînes d’acides gras des 
phospholipides, ce qui conduit au gonflement de la bicouche (Sikkema et al., 1995). Ceci est en 
accord avec Fujisawa et al., 1982, qui ont mentionné que l’Eug, à forte concentration, exerce un 
effet solubilisant sur les liposomes multilamellaires constitués de la lécithine et du cholestérol. 
 
De plus, l’addition d’HECG a également augmenté la taille des liposomes constitués de 
Phospholipon 80H et 90H (Tableaux 17 et 18) sans affecter la taille de Lipoid S100 liposomes 
(Tableau 19). D’autres HEs comme le cinéole, le limonène, le citral et leur mélange produisent 
une augmentation de la taille des liposomes formés de phosphatidylcholine de soja insaturée et 
préparés par hydratation du film lipidique (Dragicevic-Curicet al., 2009). Egalement, la taille des 
liposomes préparés par la méthode d'hydratation du film lipidique augmente avec le rapport 
lipide:l’huile de lavandin (Varona et al., 2011). 
Récemment, l'interaction de cinq composés phénoliques : le propofol, le thymol, le carvacrol, le 
chlorothymol et l'eugénol, avec les liposomes constitués d’EPC est démontrée par 1H RMN 
(Reiner et al., 2013). Ces phénols se localisent dans la région entre les groupes polaires des 
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phospholipides (molécule de choline), le squelette de glycérol et les premiers atomes des chaînes 
d’acides gras. En se basant sur ces données, nous avons proposé la Figure 35 pour illustrer 
l’incorporation de l’Eug dans les liposomes. Le cycle aromatique et le groupement allyle de 
l’Eug sont intercalés à l'intérieur de la bicouche lipidique, tandis que les groupements hydroxyles 
et méthoxy sont orientés vers les têtes polaires des phospholipides (Figure 35). Cette localisation 
réduit les forces de répulsion entre les groupements de tête polaires des phospholipides, ce qui 
diminue la mobilité des chaînes hydrocarbonées (Reiner et al., 2013). L’Eug a montré une forte 
interaction hydrophobe entre son groupe allyle (-CH2-CH=CH2) et les chaînes d'acides gras des 
phospholipides des liposomes (Fujisawa et al., 1988). Ainsi, une fois incorporé, l’Eug ne peut 
pas diffuser de la bicouche (Fujisawa et al., 1988), ce qui peut expliquer l'augmentation de la 
taille des vésicules (Tableaux 17, 18 et 19). 
 
 
Figure 35 : Incorporation de l’eugénol dans les liposomes. 
 
De plus, les valeurs de pdI et de potentiel zêta des liposomes encapsulant l’Eug et l’HECG ne 
diffèrent pas significativement de celles obtenues avec les liposomes témoins. L’HECG et l’Eug 
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n’affectent pas donc ni la distribution de taille des liposomes ni leur charge membranaire dans la 
gamme de concentration utilisée quelque soit le type de phospholipide (Tableaux 17, 18 et 19). 
 
8.4. Détermination de l’efficacité d’encapsulation des constituants de l’HECG dans les 
liposomes par HPLC 
La concentration en Eug, Eug-Ac et Crph dans les suspensions liposomiales et leurs surnageants 
est déterminée par HPLC comme il est décrit dans les matériels et méthodes (paragraphe 7.6.3).  
 
La Figure 36A et B représente les chromatogrammes utilisés respectivement pour le dosage de 
l'Eug et l’HECG, où le thymol est utilisé comme étalon interne. Les temps de rétention de l’Eug, 
l’Eug-Ac, le Crph et le thymol sont respectivement de 3,62 ± 0,08, 4,76 ± 0,18, 19,44 ± 0,37 et 
6,50 ± 0,14 min. 
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Figure 36: Les chromatogrammes utilisés pour le dosage de l'Eug (A) et l’HECG (B). 
 
Les droites d'étalonnage et leurs équations utilisées pour le calcul des concentrations des 
constituants de l’HECG sont représentées dans la Figure 37. 
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Figure 37: Courbes d’étalonnage utilisées pour le dosage de l’Eug (A), Eug-Ac (B) et Crph (C). 
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En utilisant les trois types de phospholipides, les résultats du dosage ont révélé que l’efficacité 
d’encapsulation de l’Eug dans les liposomes augmente avec la concentration croissante en Eug et 
en HECG dans la phase organique (Tableaux 17, 18 et 19). Le taux d’incorporation de l’Eug par 
mole de phospholipides augmente également de manière concentration-dépendante (Tableaux 
17, 18 et 19). Un résultat similaire est obtenu avec l’HE de lavandin qui est davantage incorporée 
dans les liposomes en augmentant sa quantité ajoutée dans la phase organique (Varona et al., 
2011). De plus, l'efficacité d'encapsulation de l’Eug était supérieure à celle obtenue lorsque l’Eug 
est un constituant de l’HECG (Tableaux 17, 18 et 19). Cette huile contient 93,5 % d'Eug, ce qui 
peut expliquer d’une part la valeur inférieure de l'efficacité d'encapsulation par rapport à l’Eug 
libre. D'autre part, les autres constituants de l’HECG, l’Eug-Ac et le Crph, qui sont plus 
hydrophobes que l’Eug, peuvent entrer en compétition avec l’Eug pour s’incorporer dans la 
bicouche lipidique. 
 
Selon Sinico et al., 2005, l’hydrogénation des phospholipides n’a pas montré d’effet sur 
l’efficacité d’encapsulation de l’HE d’Artemisia arborescens dans les liposomes préparés par 
hydratation du film lipidique (74,1 ± 0,35 % et 71,4 ± 0,58 % pour respectivement des P90 MLV 
préparés à température ambiante et P90H MLV préparés à 60 °C) (Sinico et al., 2005). Les 
liposomes constitués de dioléylphosphatidylcholine insaturés ont montré une efficacité 
d’encapsulation de l’HE d’Anethi fructus de 77 %, inférieure à celle obtenue avec les liposomes 
constitués de DPPC saturés (97 %) (Ortan et al., 2009). Nos résultats ont montré des efficacités 
d'encapsulation d’Eug plus élevées pour les liposomes constitués de Lipoid S100 insaturés 
(Tableau 19) comparées à celles obtenues dans le cas des liposomes constitués de Phospholipon 
80H et 90H saturés. Ceci s’est expliqué par le fait qu’une température plus élevée est exigée 
pendant la préparation des liposomes constitués de phospholipides hydrogénés, grâce à leur 
température de transition plus élevée, aboutissant probablement à la perte de l’Eug volatile. 
 
8.5. Rendement d’encapsulation de l’eugénol 
Parmi les trois types de phospholipides et à la même concentration en Eug, les valeurs du 
rendement d’encapsulation de l'eugénol les plus élevées ont été obtenues avec le Lipoid S100 
(Tableaux 17, 18 et 19). En effet, les bicouches lipidiques constituées de Lipoid S100 insaturés 
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sont moins condensées et plus flexibles que celles constituées des phospholipides saturés 
Phospholipon 80H et 90H, conduisant à une incorporation plus élevée en Eug. 
 
8.6. Détermination du taux d’incorporation des phospholipides en absence et présence de 
l’Eug et l’HECG 
Afin de calculer l’encapsulation pondérée de l’Eug dans les liposomes qui est le nombre de mol 
d’Eug incorporé par mole de phospholipides dans les liposomes formés nous avons réalisé le 
dosage de phospholipides en utilisant la méthode de Bartlett (Bartlett, 1959). La concentration 
des phospholipides est déterminée dans la suspension liposomiale et dans les surnageants 
obtenus par ultracentrifugation. La courbe utilisée pour le calcul de la concentration en 
phospholipides est représentée dans la Figure 38. 
 
 
Figure 38: Courbe d’étalonnage utilisée pour le dosage des phospholipides. 
 
Le taux d’incorporation des phospholipides était de 91,6 ± 4,09, 99,7 ± 0,15 et 67,2 ± 10,0 % 
pour les liposomes témoins constitués respectivement de Phospholipon 80H, Phospholipon 90H 
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et Lipoid S100 (Tableaux 17, 18 et 19). Cela montre que les phospholipides saturés participent 
davantage à la formation des liposomes que les phospholipides insaturés, et plus particulièrement 
le Phospholipon 90H en raison de sa teneur élevée en phosphatidylcholine (90 %) et sa simple 
composition. 
 
En fonction du type de phospholipide utilisé, un effet variable de l’Eug sur le taux 
d’incorporation des phospholipides dans les liposomes est démontré.  
 
Par comparaison aux liposomes témoins constitués de Phospholipon 80H, le dosage des 
phospholipides a montré que l’encapsulation des constituants de l’HECG ou l’Eug a entraîné une 
diminution significative du taux d'incorporation des phospholipides dans les liposomes (Tableau 
17). En outre, une augmentation du taux d’incorporation de l’Eug par mole de phospholipides 
avec une concentration croissante en Eug (Tableau 17) suggère que l’Eug a pris la place des 
molécules lipidiques dans les liposomes, conduisant à 0,99 et 1 mole d’Eug/mole de 
phospholipides à la plus forte concentration en Eug ou l’HECG (Tableau 17). D’autres auteurs 
ont montré qu’en interagissant avec la membrane, le p-cymène et le carvacrol affectent la 
composition lipidique de la membrane en prenant la place des molécules lipidiques (Cristani et 
al., 2007). Indépendamment de leur localisation, la présence des monoterpènes peut générer des 
tensions et affecter la stabilité de la membrane liposomiale (Turina et al., 2006). Ceci peut aussi 
causer une faible incorporation des phospholipides dans les vésicules (Tableau 17). 
Contrairement au Phospholipon 90H et Lipoid S100, il est important de mentionner que le 
Phospholipon 80H est un mélange de phosphatidylcholine et de la phosphatidyléthanolamine 
ayant respectivement les groupements de tête polaire CH2-CH2-N (CH3)3+ et CH2-CH2-NH3+. 
Cette hétérogénéité peut causer des espaces dans les bicouches formées de Phospholipon 80H, 
dans lesquels les constituants d’HECG peuvent entrer et perturber l'organisation des 
phospholipides dans les vésicules. 
 
En utilisant le Phospholipon 90H, les résultats du dosage de phospholipide ont révélé que le 
surnageant en est dépourvu et qu’au moins 99 % de phospholipides sont capables de former des 
liposomes (Tableau 18). Les résultats n’ont pas montré un effet de l’Eug sur l'incorporation des 
phospholipides dans les liposomes. 
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En utilisant le Lipoid S100, l’Eug a amélioré l'incorporation des phospholipides dans les 
liposomes. Par rapport aux vésicules témoins constituées du Lipoid S100 (67,2 ± 10%), le taux 
d’incorporation des phospholipides dans les liposomes augmente significativement avec une 
concentration croissante en Eug (Tableau 19). L’Eug augmente la fluidité de la membrane des 
liposomes en diminuant la Tm des DPPC (Fujisawa et al., 1988; Manabe et al., 1987) et les 
variations d'enthalpie (ΔH) (Fujisawa et al., 1987). Une diminution de la viscosité de la 
monocouche lors de l’incorporation des composés phénoliques, y compris l'Eug, facilite 
davantage leur incorporation (Reiner et al., 2013). Par conséquent, nous pouvons aussi suggérer 
une augmentation du taux d’incorporation des phospholipides due à une augmentation de la 
fluidité de la membrane.  
 
8.7. Morphologie des liposomes 
Les liposomes préparés en absence et présence de l’Eug et de l’HECG par la méthode d’injection 
d’éthanol sont observés au microscope électronique à transmission. La Figure 39 représente les 
images obtenues pour ces différents lots de liposomes. 
 
Les images de TEM obtenues pour les liposomes témoins constitués de Phospholipon 80H, 
Phospholipon 90H et Lipoid S100 révèlent la présence des vésicules sphériques, 
oligolamellaires, et de taille nanométrique conformément aux résultats de taille obtenus par DLS 
(Figure 39). D’un point de vue morphologique, il n’y a pas de différence observée entre les 
liposomes témoins et ceux encapsulant l’Eug ou l’HECG pour les trois types de phospholipides 
utilisés. Il faut noter que certaines structures non-sphériques sont observées avec le Lipoid S100 
en présence d’Eug ou d’HECG (Figure 39 I).  
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Figure 39 : Images obtenues par TEM pour des échantillons des suspensions liposomiales 
préparées par injection d’éthanol à petite échelle. (A,B,C) : des liposomes constitués de 
Phospholipon 80H témoins (A), encapsulant l’HECG à une concentration de 2,5 mg/ml (B) et 
l’Eug à 12,5 mg/ml (C). (D,E,F) : des liposomes constitués de Phospholipon 90H témoins (D), 
encapsulant l’HECG à une concentration de 1 mg/ml (E) et 2,5 mg/ml (F). (G,H,I) : des 
liposomes constitués de Lipoid S100 témoins (G) et encapsulant l’HECG à une concentration de 
2,5 mg/ml (H, I). 
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8.8. Stabilité des liposomes 
8.8.1. Stabilité physico-chimique 
La stabilité des liposomes témoins et encapsulant l’Eug ou l’HECG préparés par la méthode 
d’injection éthanolique est examinée en déterminant la taille, le pdI et l'efficacité d'encapsulation 
des constituants de l’HECG après 2 mois de stockage à 4 °C. En utilisant les trois types de 
phospholipides, les liposomes témoins se sont montrés être stables et ont conservé leur taille et 
leur pdI durant leur stockage à 4 °C (Tableaux 17, 18 et 19). Les liposomes encapsulant l’Eug et 
l’HECG constitués des phospholipides saturés Phospholipon 80H et 90H (Tableaux 17 et 18) ont 
prouvé une plus grande stabilité que ceux constitués du Lipoid S100 insaturé. En fait, une 
augmentation de la taille et du pdI des Lipoid S100 liposomes est observée à une concentration 
en Eug ou HECG de 2,5 mg/ml (Tableau 19). 
 
Toutefois, les valeurs de l'efficacité d’encapsulation des constituants de l’HECG déterminées 
après 2 mois de stockage à 4 °C étaient identiques à celles déterminées le jour de la préparation. 
Ceci montre que les liposomes protègent l’HECG durant leur stockage. 
 
8.8.2. Photostabilité de l’Eug en solution aqueuse et dans les liposomes 
La photostabilité de l’Eug en solution aqueuse et dans les liposomes est examinée après 
irradiation aux rayons UVC. Les résultats sont exprimés en pourcentage d’Eug restant et 
présentés dans la Figure 40.  
Les solutions aqueuses d’Eug conservées à température ambiante dans l’obscurité sont stables, 
avec plus de 80 % d’Eug demeurant en solution après 96 h d’irradiation. Une diminution 
remarquable de la concentration d'Eug est obtenue dans les solutions aqueuses exposées aux 
rayons UVC, où le pourcentage d'Eug restant est respectivement de 58 et de 2,9 % après 10 et 96 
h. Les différents lots de liposomes protègent l’Eug contre la dégradation induite par l’irradiation 
aux rayons UVC. Ainsi, le pourcentage d’Eug restant après 10 h d’irradiation était de 82, 91 et 
95 % pour les liposomes constitués respectivement de Phospholipon 80H, Phospholipon 90H et 
Lipoid S100 (Figure 40). Les Lipoid S100-liposomes présentent la meilleure protection contre 
l’irradiation aux rayons UVC (Figure 40), ceci peut être dû à la flexibilité de la membrane 
permettant une incorporation profonde de l’Eug dans la bicouche lipidique. 
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Figure 40 : Photostabilité de l’Eug libre en solution aqueuse et encapsulé dans les liposomes 
après irradiations aux rayons UVC. 
 
8.9. Activité anti-oxydante de l’Eug libre et encapsulé dans les liposomes à petite échelle 
L'activité anti-oxydante par piégeage du radical DPPH• de l’Eug libre et encapsulé dans les 
liposomes préparés à petite échelle a été étudiée (Figure 41). L’Eug a montré une activité anti-
oxydante prononcée (79,3 %), qui est en accord avec la littérature (Ogata et al., 2000). Le 
mécanisme de l'activité anti-oxydante de l’Eug proposé par Brand-Williams et al (1995) est 
décrit dans le chapitre 4 (paragraphe 4.2.3.6.7). 
Les liposomes constitués de Phospholipon 80H, Phospholipon 90H et Lipoid S100 encapsulant 
l’Eug ont présenté une activité du piégeage du radical DPPH• similaire à celle de l’Eug libre, 
indiquant une formulation de liposomes adéquate pour maintenir l’activité anti-oxydante de 
l’Eug. D’autre part, ce résultat obtenu peut également confirmer la localisation de l’Eug à 
l’interface hydrophobe-hydrophile avec ses groupements hydroxyles orientés vers les têtes 
polaires des phospholipides. 
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Figure 41: Activité anti-oxydante de l’Eug libre et encapsulé dans les liposomes constitués de 
Phospholipon 80H, Phospholipon 90H et Lipoid S100 par piégeage du radical DPPH•. 
 
8.10. Production des liposomes encapsulant l’HECG et l’Eug à grande échelle 
Nous avons optimisé la préparation des liposomes encapsulant l’HECG et l’Eug à petite échelle 
par la méthode d’injection d’éthanol. Nous avons démontré que tous les lots de liposomes 
constitués de différents types de phospholipides (Phospholipon 80H, Phospholipon 90H et 
Lipoid S100) à une concentration de 2,5 mg/ml protègent l’Eug contre la dégradation induite par 
les rayons UVC. De plus, ces différents lots de liposomes ont maintenu l’activité anti-oxydante 
des solutions aqueuses de l’Eug libre. Il est ainsi intéressant de produire des volumes plus 
importants de liposomes encapsulant ces deux principes actifs, à échelle industrielle. 
 
Comme l'ajout du cholestérol était essentiel pour l’homogénéité des liposomes à petite échelle, il 
est important de noter que les vésicules préparées à grande échelle contiennent aussi du 
cholestérol dans leur formulation. En outre, selon le concept proposé par Lasic, 1988, les 
phospholipides dans la phase organique précipitent par dilution immédiate de l'éthanol dans la 
phase aqueuse, formant des fragments de bicouches planes qui produisent eux-mêmes des 
liposomes (Lasic, 1988). Le cholestérol est mélangé avec les phospholipides dans le solvant 
organique avant leur précipitation en BPF et la formation des liposomes. Il ne semble pas ainsi 
affecter le mécanisme de formation de liposomes par la méthode d'injection d'éthanol, même s'ils 
sont préparés à grande échelle. 
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8.10.1. Caractéristiques des liposomes témoins en termes de taille, pdI et potentiel zêta 
Nous avons tout d’abord utilisé le contacteur à membrane pour produire des volumes 
intermédiaires de liposomes, en augmentant 20 fois les volumes des deux phases aqueuse et 
organique aboutissant à un volume final de préparation de 600 ml en 36 s.  
Deux types de phospholipides (Phospholipon 90H et Lipoid S100) ont été utilisés. En comparant 
au Phospholipon 80H, les liposomes constitués de Lipoid S100 préparés à petite échelle ont 
présenté un meilleur effet protecteur de l’Eug contre les rayons UVC, une efficacité 
d’encapsulation et un rendement d’encapsulation de l’Eug élevés. Une protection de l’Eug contre 
la dégradation induite par les rayons UVC, une bonne homogénéité et stabilité des liposomes 
sont également obtenues avec le Phospholipon 90H à petite échelle.  
 
Les liposomes témoins ont été tout d’abord maintenus sous agitation magnétique à différentes 
vitesse d'agitation (600, 800, 1000 et 1200 rpm), ensuite caractérisés en termes de taille et de pdI. 
La vitesse d'agitation de 600 rpm a été choisie pour les expériences suivantes, en permettant la 
préparation des vésicules homogènes (pdI = 0,093) et de petites tailles (214,2 nm). En outre, les 
liposomes témoins préparés à une vitesse d’agitation de 800, 1000 et 1200 rpm ont présenté 
respectivement une taille de 249,1 nm ; 274,8 et 312,9 nm et un pdI de 0,111 ; 0,100 et 0,193. 
 
Les Figures 42 et 43 résument les caractéristiques (taille, pdI et potentiel zêta) des liposomes 
préparés par le contacteur à membrane en utilisant respectivement le Phospholipon 90H et le 
Lipoid S100. Préparés par le contacteur à membrane, les liposomes témoins présentent 
respectivement une taille moyenne, un pdI et un potentiel zêta de 270 ± 37 nm, 0,12 ± 0,03 et -
3,9 ± 1,7 mV en utilisant le Phospholipon 90H (Figure 42) et 194 ± 34 nm, 0,23 ± 0,05 et -6,3 ± 
0,6 mV en utilisant le Lipoid S100 (Figure 43). Ces paramètres sont proches de ceux obtenus à 
petite échelle en utilisant une pompe à seringue pour l’injection de la phase organique dans la 
phase aqueuse (Tableaux 18 et 19). 
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Figure 42: Caractéristiques des liposomes constitués de Phospholipon 90H encapsulant l’Eug et 
l’HECG préparés par contacteur à membrane le jour de la préparation et après 2 mois de 
stockage à 4 et 25 °C. 
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Figure 43: Caractéristiques des liposomes constitués de Lipoid S100 encapsulant l’Eug et 
l’HECG préparés par contacteur à membrane le jour de la préparation et après 1 mois de 
stockage à 4 °C. 
 
Nous avons ensuite préparé, en utilisant le Phospholipon 90H, de plus grands volumes de 
liposomes par le pilote équipé d’une membrane, et ceci en augmentant 100 fois les volumes des 
deux phases aqueuse et organique par rapport à la méthode utilisée à petite échelle et 5 fois par 
rapport au contacteur à membrane conduisant à la préparation de 3 L de liposomes en environ 6 
min. La suspension liposomiale est divisée en deux lots identiques de 1.5 L. L’éthanol est soit 
éliminé directement sur le pilote soit par évaporation rotative. Les caractéristiques en termes de 
taille, pdI et potentiel zêta des liposomes obtenus par le pilote en utilisant ces deux méthodes 
d’évaporation d’éthanol sont présentées dans la Figure 44. 
 
Les liposomes témoins formés de Phospholipon 90H obtenus après évaporation de l’éthanol sur 
le pilote possèdent une taille moyenne de 247 ± 17 nm, un pdI de 0,12 ± 0,02 et un potentiel zêta 
de -8,7 ± 3,5 mV (Figure 44). Ces valeurs étaient similaires à celles obtenues par ce même 
procédé mais en utilisant le rotavapeur pour l’évaporation de l’éthanol (Figure 44), par le 
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contacteur à membrane (Figure 42) ou bien par la pompe à seringue à petite échelle (Tableau 
18). L’évaporation de l’éthanol réalisée sur le pilote présente les avantages d'être un procédé 
continu et simple. 
 
 
Figure 44 : Caractéristiques des liposomes constitués de Phospholipon 90H encapsulant l’Eug et 
l’HECG préparés par pilote et évaporés soit directement sur le pilote soit par évaporation rotative 
le jour de la préparation et après 2 mois de stockage à 4 et 25 °C. 
 
8.10.2. Caractéristiques des liposomes encapsulant l’Eug et l’HECG en termes de taille, pdI 
et potentiel zêta 
Des résultats similaires en terme de taille, de pdI et de potentiel zêta ont été obtenus pour les 
liposomes formés de Phospholipon de 90H et encapsulant l’Eug et l’HECG à une concentration 
de 2,5 mg/ml en utilisant le contacteur à membrane et le pilote quelque soit la méthode 
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d'évaporation (Figures 42 et 44). Ceci indique une reproductibilité et une efficacité des procédés 
de préparation à grande échelle.  
 
Par rapport aux liposomes témoins, l’encapsulation de l’Eug et l’HECG n'a pas affecté 
significativement la taille des liposomes, le pdI et le potentiel zêta quelque soit le type de 
phospholipide et les méthodes de préparation utilisées à grande échelle (Figures 42, 43 et 44). 
L’incorporation d’autres molécules hydrophobes comme l’α-tocophérol dans des liposomes 
formés de Lipoid S100 et préparés par la méthode d’injection d’éthanol, le contacteur à 
membrane et le pilote équipé d’un tube et d’une membrane ne produit pas également de 
modification de la taille et du pdI des liposomes par rapport aux liposomes témoins (Charcosset 
et al., 2015).  
 
D’autre part, en utilisant le contacteur à membrane et le pilote, les tailles des liposomes formés 
de Phospholipon 90H (Figures 42 et 44) et de Lipoid S100 (Figure 43) contenant l’Eug et 
l’HECG étaient plus petites que celles des liposomes préparés par la méthode d’injection 
d’éthanol à petite échelle (Tableaux 18 et 19). Ceci peut être expliqué par le fait que le 
contacteur à membrane et le pilote équipés d'une membrane pour l'injection améliorent le 
micromélange de la phase organique dans la phase aqueuse. Ces procédés permettent une 
production en continu de liposomes à grande échelle, et par conséquent peuvent améliorer les 
caractéristiques obtenues par la méthode d'injection d'éthanol (Laouini et al., 2012b). 
 
8.10.3. Détermination de taux d’incorporation de phospholipides en absence et en présence 
de l’Eug et l’HECG 
Les tableaux 20 et 21 présentent les caractéristiques (taux d’incorporation de phospholipides, 
efficacité d’encapsulation des constituants de l’HECG, rendement d’encapsulation de l’Eug et 
encapsulation pondérée de l’Eug) des liposomes encapsulant l’Eug et l’HECG préparés par 
contacteur à membrane en utilisant respectivement le Phospholipon 90H et Lipoid S100. Les 
caractéristiques des Phospholipon 90H-liposomes encapsulant l’Eug et l’HECG préparés par 
pilote sont présentées dans le Tableau 22. Le taux d’incorporation de phospholipides est 
déterminé selon l’équation 3 décrite dans les matériels et méthodes (paragraphe 7.6.5).  
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En utilisant le Phospholipon 90H, des quantités négligeables de phospholipides sont obtenues 
dans les surnageants des liposomes en absence et en présence de l’Eug et l’HECG quelque soit la 
méthode de préparation (contacteur à membrane ou pilote) et d'évaporation (évaporation par 
rotavapeur ou sur le pilote) des liposomes. En effet, le taux d’incorporation de phospholipides 
dans les liposomes était supérieur à 96% (Tableaux 20 et 22). Ces résultats ont indiqué que la 
quasi-totalité de la quantité de phospholipides est utilisée pour former des liposomes, ce qui 
confirme l'efficacité de la méthode. Ce résultat est également obtenu à petite échelle (Tableau 
18).  
 
Tableau 20: Caractéristiques des liposomes constitués de Phospholipon 90H et encapsulant 
l’Eug et l’HECG par contacteur à membrane. 
Composition 
(m/m/m) 
[Ph]liposome 
(%) 
Durée des 
préparations 
(s) 
EE (%) 
Eug 
EE (%) 
Eug-Ac 
EE (%) 
Crph 
RE Eug 
(%) 
Mole 
Eug/Mole 
Ph 
Ph/Chol (10:5) 96,2 ± 2,19 36 ± 1,7 - - - - - 
Ph/Chol/Eug 
(10:5:1) 
97,8 ± 0,67 36 ± 1,7 84,3±5,4 
94,3±0,7** 
- - 61,7±9,2 
69,2±9,1 
0,38±0,15 
Ph/Chol/Eug 
(10:5:2,5) 
98,9 ± 0,5 36 ± 1,4 77,0±5,7 
95,2±3,8** 
- - 59,5±7,8 
62,3±8,0 
0,56±0,04 
Ph/Chol/HECG 
(10:5:1) 
98,1 ± 1,47 36 ± 0,6 82,6±4,3 
97,1±0,3** 
77,9±1,0 
81,7±0,2 
89,0±4,4 
90,7±5,0 
52,3±8,9 
61,3±9,1 
0,21±0,04 
Ph/Chol/HECG 
(10:5:2,5) 
97,9 ± 1,95 36 ± 1,8 76,1±9,9 
98,3±0,7** 
73,8±0,7 
85,9±2,2 
84,9±8,4 
91,7±2,9 
57,0±2,1 
53,3±1,9 
0,48±0,10 
 
Ph: phospholipides ; Chol: cholestérol ; Eug : eugénol ; HECG : huile essentielle de clou de 
girofle.EE (%) Eug, Eug-Ac and Crph: Efficacité d’encapsulation de l’eugénol, eugénol acétate 
et β-caryophyllène. 
[Ph]liposome (%) : taux d’incorporation des phospholipides dans les liposomes. 
RE Eug (%): rendement d’encapsulation de l’eugénol. 
Les valeurs sont obtenues le jour de la préparation des liposomes. Les valeurs en italiques sont 
obtenues après 2 mois de stockage à 4 °C. 
* indique une valeur significative (P< 0,05) en comparant à la valeur obtenue pour les liposomes 
témoins en absence de l’Eug et l’HECG. 
** indique une valeur significative (P< 0,05) en comparant à la valeur obtenue immédiatement 
après la préparation. 
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Pour le Lipoid S100, les résultats de dosage de phospholipides obtenus à grande échelle (Tableau 
21) étaient similaires à ceux obtenus à petite échelle (Tableau 19), où la présence d’Eug et 
d’HECG a induit une augmentation du taux d’incorporation des phospholipides dans les 
liposomes par comparaison aux liposomes témoins. Ceci peut être dû à la capacité de l’Eug à 
induire une augmentation dans la fluidité de la membrane. En se basant sur la théorie de Lasic 
(1988), en plus de la dissipation d'énergie dans le système, la présence de l’Eug dans la phase 
organique peut aider les BPFs à réduire l’exposition de leurs parties hydrophobes à 
l'environnement aqueux, ce qui entraîne la courbure de ces fragments donnant lieu à une 
structure quasi-sphérique. 
 
Tableau 21: Caractéristiques des liposomes constitués de Lipoid S100 et encapsulant l’eugénol 
et l’HECG par contacteur à membrane. 
 
Composition 
(m/m/m) 
[Ph]liposome 
(%) 
Durée des 
préparations 
(s) 
EE (%) 
Eug 
EE (%) 
Eug-Ac 
EE (%) 
Crph 
RE Eug 
(%) 
Mole 
Eug/Mole 
Ph 
Ph/Chol (10:5) 75,8±10,0 35 ± 1,2 - - - - - 
Ph/Chol/Eug 
(10:5:1) 
83,3±4,0 36 ± 2,5 92,1±3,5 
94,5±1,3 
- - 69,5±0,4 
73,6±3,4 
0,45±0,1 
Ph/Chol/Eug 
(10:5:2,5) 
94,2±2,6* 36 ± 2,6 86,9±2,5 
87,8±5,6 
- - 74,1±11,5 
74,7±10,6 
0,59±0,14 
Ph/Chol/HECG 
(10:5:1) 
82,6±4,4 36 ± 0,7 94,4±4,1 
93,8±4,4 
82,9±2,5 
81,1±1,7 
83,7±6,5 
84,3±4,2 
84,1±9,4 
83,6±9,1 
0,46±0,04 
Ph/Chol/HECG 
(10:5:2,5) 
93,1±2,0* 36 ± 1,2 85,9±4,2 
91,3±1,6 
81,2±0,7 
82,8±1,1 
82,2±6,1 
84,4±1,9 
48,7±3,6 
51,9±5,9 
0,44±0,06 
 
Ph: phospholipides ; Chol: cholestérol ; Eug : eugénol ; HECG : huile essentielle de clou de 
girofle ; EE (%) Eug, Eug-Ac and Crph: Efficacité d’encapsulation de l’eugénol, eugénol acétate 
et β-caryophyllène. 
[Ph]liposome (%) : taux d’incorporation des phospholipides dans les liposomes. 
RE Eug (%): rendement d’encapsulation de l’eugénol. 
Les valeurs sont obtenues le jour de la préparation des liposomes. Les valeurs en italiques sont 
obtenues après 2 mois de stockage à 4 °C. 
* indique une valeur significative (P< 0,05) en comparant à la valeur obtenue pour les liposomes 
témoins en absence de l’Eug et l’HECG. 
** indique une valeur significative (P< 0,05) en comparant à la valeur obtenue immédiatement 
après la préparation. 
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Tableau 22: Caractéristiques des liposomes constitués de Phospholipon 90H et encapsulant 
l’Eug et l’HECG par le pilote en utilisant les deux méthodes d’évaporation d’éthanol. 
 
 Composition 
(m/m/m) 
[Ph]liposome 
(%) 
EE (%) 
Eug 
EE (%) 
Eug-Ac 
EE (%) 
Crph 
RE Eug 
(%) 
Mole 
Eug/Mole 
Ph 
 
évaporation 
par 
rotavapeur 
Ph/Chol 
10:5 
99,4±0,51 - - - - - 
Ph/Chol/Eug 
10:5:2,5 
98,2±1,32 78,2±8,1 
97,9±2,3** 
- - 63,5±10,3 
55,7±11,7 
0,53±0,16 
Ph/Chol/HECG 
10:5:2,5 
99,3±0,24 84,1±1,8 
98,2±0,6** 
85,5±4,5 
82,3±13,1 
89,6±0,8 
88,7±6,2 
83,3±19,4/ 
79,4±16,4 
0,86±0,19 
 
évaporation 
Sur pilote 
Ph/Chol 
10:5 
98,9±1,4 - - - - - 
Ph/Chol/Eug 
10:5:2,5 
98,9±0,23 77,3±6,5 
90,7±4,4** 
- - 58,2±19,7 
59,9±14,8 
0,63±0,32 
Ph/Chol/HECG 
10:5:2,5 
98,1±0,99 84,4±7,2 
97,7±2,6** 
85,4±13,2 
87,3±10,1 
83,6±18,6 
88,7±7,1 
82,9±19,6 
90,2±11,7 
0,89±0,21 
 
Ph: phospholipides ; Chol: cholestérol ; Eug : eugénol ; HECG : huile essentielle de clou de 
girofle ; EE (%) Eug, Eug-Ac and Crph: Efficacité d’encapsulation de l’eugénol, eugénol acétate 
et β-caryophyllène. 
[Ph]liposome (%) : taux d’incorporation des phospholipides dans les liposomes. 
RE Eug (%): rendement d’encapsulation de l’eugénol. 
Les valeurs sont obtenues le jour de la préparation des liposomes. Les valeurs en italiques sont 
obtenues après 2 mois de stockage à 4 °C. 
* indique une valeur significative (P< 0,05) en comparant à la valeur obtenue pour les liposomes 
témoins en absence de l’Eug et l’HECG. 
** indique une valeur significative (P< 0,05) en comparant à la valeur obtenue immédiatement 
après la préparation. 
 
8.10.4. Détermination de l’efficacité d’encapsulation des constituants de l’HECG dans les 
liposomes 
L’efficacité d’encapsulation des constituants de l’HECG est déterminée selon l’équation 1 
décrite dans les matériels et méthodes (paragraphe 7.6.3). Les résultats ont révélé que l’Eug, 
l’Eug-Ac et le Crph sont incorporés à des taux élevés dans les liposomes préparés par le 
contacteur à membrane et le pilote (Tableaux 20, 21 et 22). Ceci s’explique par l’hydrophobicité 
élevée des constituants de l’HECG. 
Lors de l'addition de 2,5 mg/ml d’Eug, l’efficacité d’encapsulation de l’Eug était de 77,0±5,7, 
78,2±8,1 et 77,3±6,5 % dans les liposomes formés de Phospholipon 90H préparés 
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respectivement par le contacteur à membrane, le pilote suivi par une évaporation rotative et le 
pilote avec l'évaporation directement sur le pilote (Tableaux 20 et 22). Ces résultats indiquent la 
reproductibilité de l’incorporation de l’Eug à grande échelle. 
 
Quelle que soit la méthode ou l'échelle utilisée dans la préparation de liposomes, le type de 
phospholipides peut affecter l'efficacité d’encapsulation des constituants de l’HECG. Ainsi, 
préparés dans les mêmes conditions (même concentration en HECG dans la phase organique et 
même méthode de préparation de contacteur à membrane), les liposomes formés de Lipoid S100 
insaturés présentent des taux d’encapsulation d’Eug plus élevés par rapport à ceux obtenus dans 
les liposomes constitués de Phospholipon 90H saturés (Tableaux 20 et 21). Nous suggérons une 
meilleure solubilisation des constituants de l’HECG dans le Lipoid S100 que dans le 
Phospholipon 90H en raison de la plus grande flexibilité des chaînes d’acides gras insaturés et de 
la fluidité de la membrane. 
 
De plus, en utilisant les deux types de phospholipides Phospholipon 90H et Lipoid S100, les 
valeurs de l’efficacité d’encapsulation des constituants de l’HECG dans les liposomes étaient 
plus élevées à grande échelle (Tableaux 20, 21 et 22), comparées à celles obtenues à petite 
échelle (Tableaux 18 et 19). Procédés simples et continus, le contacteur à membrane et le pilote 
peuvent être considérés comme des méthodes de préparation efficaces utilisant le principe de 
l’injection éthanolique. 
 
L'encapsulation de l’Eug est également exprimée en mole d’Eug par mole de phospholipides. 
Les valeurs sont présentées dans les Tableaux 20, 21 et 22.  
 
8.10.5. Détermination du rendement d’encapsulation de l’Eug 
Le rendement d’encapsulation de l’Eug est déterminé selon l’équation 2 décrite dans les 
matériels et méthodes (paragraphe 7.6.4). Les liposomes constitués de Phospholipon 90H 
présentent des valeurs de rendement d’encapsulation d’Eug entre 52 et 61 % (Tableau 20) et 
entre 58 et 83% (Tableau 22) lorsqu’ils sont préparés à grande échelle respectivement par 
contacteur à membrane et pilote. Ces valeurs supérieures à celles obtenues à petite échelle (entre 
23 et 35 %) en utilisant le Phospholipon 90H (Tableau 18) confirment l'efficacité et l’application 
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de ces deux procédés à des fins industriels pour des composés volatils. De même, les valeurs de 
rendement d’encapsulation d’Eug dans les liposomes composés de Lipoid S100 sont également 
élevées (> 46%) à petite (Tableau 19) et à grande échelle en utilisant le contacteur à membrane 
(Tableau 21). 
 
8.10.6. Morphologie des liposomes préparés à grande échelle 
Des exemples des images obtenues par TEM pour les liposomes témoins et encapsulant l’Eug ou 
l’HECG préparés par contacteur à membrane en utilisant le Phospholipon 90H et le Lipoid S100 
et par pilote sont présentées dans la Figure 45. 
 
La Figure 45 confirme la formation des vésicules sphériques, multilamellaires et de tailles 
nanométriques préparées à grande échelle quelque soit la méthode de préparation et le type de 
phospholipides utilisés. 
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Figure 45: Images obtenues par TEM pour des échantillons des suspensions liposomiales 
préparées à grande échelle. (A,B,C) : des liposomes constitués de Phospholipon 90H témoins 
(A), encapsulant l’Eug à 2,5 mg/ml (B) et l’HECG à une concentration de 1 mg/ml (C) préparés 
par contacteur à membrane. (D,E) : des liposomes constitués de Lipoid S100 témoins (D), 
encapsulant l’HECG à une concentration de 2,5 mg/ml (E) préparés par contacteur à membrane. 
(F, G) : des liposomes constitués de Phospholipon 90H témoins (F), encapsulant l’Eug à 2,5 
mg/ml (G) préparés par le pilote suivie par une évaporation de l’éthanol directement sur le pilote. 
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8.10.7. Stabilité des liposomes encapsulant l’Eug et l’HECG préparés à grande échelle 
Notre étude a montré une stabilité des vésicules constituées de Lipoid S100 préparées par 
contacteur à membrane uniquement à une concentration en Eug et HECG de 1 mg/ml après 1 
mois de stockage à 4 °C (Figure 43). Cependant une augmentation significative de la taille et du 
pdI des liposomes est obtenue à une concentration plus élevée en ces molécules (2,5 mg/ml) à 
grande (Figure 43) et à petite échelle (Tableau 19) après 1 mois de stockage à 4 °C. Ces résultats 
indiquent que la stabilité des liposomes dépend de la concentration initiale de la molécule à 
encapsuler dans la phase organique. C’est pourquoi les liposomes constitués de Lipoid S100 
n’ont pas été préparés par le pilote. 
 
Les liposomes composés de Phospholipon 90H encapsulant l’Eug et l’HECG préparés par 
contacteur à membrane (Figure 42) et pilote (Figure 44) sont stables après 2 mois de stockage à 4 
et 25 ºC, où les valeurs de taille, de pdI et de potentiel zêta sont similaires à celles obtenues le 
jour de la préparation (Figures 42 et 44). 
 
D’une manière surprenante, l’efficacité d’encapsulation des constituants de l'HECG déterminée 
après 2 mois de stockage à 4 °C était supérieure à celle obtenue le jour de la préparation 
(Tableaux 20 et 22). Pour expliquer ce phénomène, l’Eug est ajouté à une concentration de 2,5 
mg/ml dans 10 ml de liposomes témoins composés de Phospholipon 90H et fraîchement 
préparés. L'incubation a été effectuée à 4 °C pendant 1 mois. L’efficacité d’encapsulation de 
l’Eug est trouvée égale à 97,5 ± 3,6 %. Étant une molécule hydrophobe avec un log P de l’ordre 
de 2,99 (Griffin et al., 1999), l’Eug rejoint les liposomes préformés expliquant ainsi 
l’incorporation élevée et l'augmentation de l’efficacité d’encapsulation de l’Eug après stockage à 
4 °C. 
 
En ce qui concerne le rendement d’encapsulation de l’Eug, les valeurs obtenues après 2 mois de 
stockage à 4 °C sont similaires à celles obtenues immédiatement après la préparation des 
liposomes (Tableaux 20, 21 et 22). Ainsi, les vésicules lipidiques préparées à grande échelle 
conservent le rendement d’encapsulation de l’Eug après stockage.  
 

Selon les données de la littérature, les phospholipides saturés rendent la bicouche plus dense et 
plus rigide avec une minime possibilité de formation de pores au niveau de la membrane. Cela 
réduit la fuite du principe actif contenu dans les liposomes (Anderson et al., 2004), limite la 
fusion liposomiale (El-Kateb et al., 2008) et par conséquent augmente la stabilité des liposomes 
(Pietzyk et al., 2000). Par conséquent, ces résultats démontrent une bonne stabilité des liposomes 
composés de Phospholipon 90H préparés à grande échelle en utilisant le contacteur à membrane 
et le pilote. Les liposomes encapsulant l’Eug et l’HECG à petite échelle sont également stables à 
4 °C après 2 mois de stockage (Tableau18). 
 
8.11. Complexes d’inclusion de l’HECG et de l’Eug dans les liposomes 
Afin d’augmenter davantage la stabilité et l’efficacité d’encapsulation des constituants de 
l’HECG, des complexes d’inclusion d’HP-β-CD/HECG et HP-β-CD/Eug ont été incorporés dans 
des liposomes constitués de Phospholipon 90H, formant ainsi un système combiné : complexe 
cyclodextrine/principe actif dans les liposomes ou DCL. 
Un système en double encapsulation a été également préparé (DCL2) où l’Eug ou l’HECG sont 
ajoutés dans la phase organique et leurs complexes d’inclusion dans la phase aqueuse. Le 
Phospholipon 90H a été choisi en raison de la stabilité élevée qu’il confère aux liposomes à 
petite et grande échelle, comparée à celle des phospholipides insaturés.  
 
8.11.1. Caractéristiques des liposomes encapsulant les complexes d’inclusion de l’Eug et 
l’HECG en termes de taille, pdI et potentiel zêta 
Le Tableau 23 résume les caractéristiques des DCL et DCL2 encapsulant l’Eug préparés à petite 
et grande échelle. Les caractéristiques des DCL et DCL2 encapsulant l’HECG sont présentées 
dans le Tableau 24. En utilisant le contacteur à membrane, 300 ml de liposomes ont été préparés 
en 22 s, en augmentant 10 fois les volumes des deux phases organique et aqueuse par rapport à la 
méthode d’injection éthanolique appliquée à petite échelle.  
 
Les liposomes encapsulant les HP-β-CD libres, les DCL et les DCL2 préparés à petite et grande 
échelle présentent une taille moyenne similaire (Tableaux 23 et 24). Bragagni et al. (2010) ont 
montré également une petite différence entre la taille moyenne des liposomes multilamellaires 
préparés par hydratation du film lipidique et encapsulant les complexes d'inclusion HP-β-CD 

/prilocaïne (479 ± 51 nm) et la taille moyenne des liposomes préparés par la technique de double 
encapsulation (375 ± 46 nm) (Bragagni et al., 2010). 
 
Tableau 23: Caractéristiques des systèmes DCL et DCL2 encapsulant l’Eug par injection 
éthanolique et contacteur à membrane. 
 
Méthode de 
préparation 
Lots de liposomes  Taille (nm) pdI Potentiel 
zêta (mV) 
RE Eug (%) 
 
 
 
 
Injection 
éthanolique 
 
Liposomes témoins 275±22 
1750±132** 
0,12±0,02 
0,71±0,29** 
-5,5±1,7 
-9,7±2,2 
- 
Liposomes 
encapsulant Eug 
305±22 
5218±591** 
0,11±0,02 
0,46±0,08** 
-8,1±2,2 
-14,9±3,5 
31,5±4,2 
Liposomes 
encapsulant HP-β-
CD 
177±9* 
172±8 
180±18 
0,115 ±0,03 
0,179±0,01 
0,180±0,08 
-12,0±1,7 
-14,4±1,9 
-9,0±2,2 
- 
DCL encapsulant 
Eug 
202±16* 
228±40 
209±14 
0,150±0,05 
0,263±0,09 
0,239±0,08 
-10,7±3,6 
-7,8±6,3 
-9,3±4,0 
63,54 ± 2,28 
DCL2 encapsulant 
Eug 
248±29* 
639±145** 
793±37** 
0,198±0,05 
0,718±0,17** 
0,683±0,24** 
-13,5±1,9 
-6,8±9,5 
-9,3±3,5 
83,78 ± 8,65 
 
 
 
Contacteur à 
membrane 
 
Liposomes 
encapsulant HP-β-
CD 
206±9* 
203±10 
ND  
0,141±0,02 
0,178±0,01 
ND  
-6,3±4,6 
-6,8±2,8 
ND  
- 
DCL encapsulant 
Eug 
210±9* 
203±7 
ND  
0,199±0,04 
0,239±0,02 
ND  
-5,1±1,6 
-8,8±1,9 
ND  
63,05 ± 9,49 
DCL2 encapsulant 
Eug 
226±160 
686±433** 
ND  
0,230±0,06 
0,806±0,24** 
ND  
-4,7±0,5 
-9,0±1,2 
ND  
88,26 ±14,15 
 
Eug : eugénol ; HP-β-CD : hydroxypropyl béta cyclodextrine ; ND : non déterminé ;pdI : indice 
de polydispersité ; RE Eug (%) : rendement d’encapsulation de l’eugénol. 
Les valeurs sont obtenues le jour de la préparation des liposomes. Les valeurs en italiques sont 
obtenues après 1 mois de stockage à 4 °C. Les valeurs en gras sont obtenues après lyophilisation 
et reconstitution des liposomes dans l’eau ultra-pure. 
* indique une valeur significative (P< 0,05) en comparant à la valeur obtenue pour les liposomes 
témoins. 
** indique une valeur significative (P< 0,05) en comparant à la valeur obtenue immédiatement 
après la préparation. 
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De plus, les DCL et DCL2 encapsulant l’Eug et l’HECG préparés par contacteur à membrane ont 
une taille moyenne similaire à celle obtenue par injection éthanolique (entre 177 et 248 nm) 
(Tableaux 23 et 24), ce qui indique la reproductibilité du procédé de préparation. De même, les 
liposomes préparés par hydratation du film lipidique contenant les complexes d’inclusion HP-β-
CD/bétaméthasone possèdent un diamètre moyen d’environ 200 nm (Piel et al., 2006). 
 
D'autre part, les liposomes encapsulant les complexes d’inclusion HP-β-CD/Eug ou HP-β-
CD/HECG (Tableaux 23 et 24) présentent une taille moyenne significativement inférieure à celle 
des liposomes encapsulant l’Eug ou HECG à petite échelle (Tableau 18) et à grande échelle 
(Figure 42). Ceci pourrait être dû à l'incorporation complète du cycle aromatique de l’Eug à 
l'intérieur de la cavité hydrophobe de l’HP-β-CD, empêchant ainsi l'interaction de l’Eug avec les 
chaînes d’acides gras des phospholipides dans la bicouche, et par conséquent réduisant l'effet de 
l’Eug sur la membrane. Par ailleurs, les complexes d'inclusion incorporés dans le compartiment 
aqueux des liposomes n’affectent pas la dimension des liposomes. 
 
Les valeurs de pdI obtenues pour tous les lots de DCL et DCL2 préparés à petite et grande 
échelle sont inférieures à 0,23 (Tableaux 23 et 24), ce qui indique que toutes les populations 
liposomiales préparées sont homogènes et monodisperses. 
 
Les mesures de potentiel zêta ont montré qu’il n’existe pas de différence de charge membranaire 
entre les liposomes incorporant les HP-β-CD libres, les complexes d’inclusion de l’Eug et de 
l’HECG. En effet, la charge membranaire est principalement générée par le phospholipide qui est 
le même dans toutes les préparations de liposomes. Les valeurs obtenues pour tous les lots de 
DCL et DCL2 sont légèrement négatives et comprises entre -5 et -13 mV (Tableaux 23 et 24).  
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Tableau 24: Caractéristiques des systèmes DCL et DCL2 encapsulant l’HECG par injection 
éthanolique et contacteur à membrane. 
 
Méthode de 
préparation 
Lots de liposomes  Taille (nm) pdI Potentiel 
zêta (mV) 
RE Eug 
(%) 
 
 
Injection 
éthanolique 
 
Liposomes encapsulant 
HP-β-CD 
177±9 
172±8 
0,115 ±0,03 
0,179±0,01 
-12,0±1,7 
-14,4±1,9 
- 
DCL encapsulant 
HECG 
199±14 
193±5 
0,167±0,03 
0,205±0,02 
-6,8±0,9 
-11,6±9,5 
54,22±2,36 
DCL2 encapsulant 
HECG 
216±36 
296±41 
0,209±0,08 
0,463±0,09** 
-7,6±1,8 
-13,3±2,9 
79,2 ± 2,84 
 
 
Contacteur 
à membrane 
 
Liposomes encapsulant 
HP-β-CD 
206±9 
203±10 
0,141±0,02 
0,178±0,01 
-6,3±4,6 
-6,8±2,8 
- 
DCL encapsulant 
HECG 
197±16 
213±32 
0,177±0,06 
0,280±0,07 
-6,9±2,1 
-14,7±0,4 
59,74±4,67 
DCL2 encapsulant 
HECG 
207±22 
232±10 
0,175±0,06 
0,351±0,07** 
-6,8±1,8 
-10,9±0,9 
74,94±15,56 
 
HP-β-CD : hydroxypropyl-béta-cyclodextrine ; HECG : huile essentielle de clou de girofle ; pdI : 
indice de polydispersité. 
RE Eug (%) : rendement d’encapsulation de l’eugénol.  
Les valeurs sont obtenues le jour de la préparation des liposomes. Les valeurs en italiques sont 
obtenues après 1 mois de stockage à 4 °C. 
** indique une valeur significative (P< 0,05) en comparant à la valeur obtenue immédiatement 
après la préparation. 
 
La Figure 46 illustre l’incorporation de l’Eug dans les systèmes de DCL et DCL2. Par ailleurs, en 
utilisant différentes techniques de spectroscopie à résonance magnétique nucléaire (1H, 13C et 
2D-ROESY RMN), certains auteurs ont démontré que le cycle aromatique de l’Eug pénètre dans 
la cavité des CDs par l’entrée large du cône, laissant les groupements méthoxy (MeO) et 
hydroxyle (OH) à l’extérieur, et ceci à un rapport molaire CD: Eug de 1:1 (Locci et al., 2004; 
Yang et al., 2005). L’Eug est incorporé à l'intérieur de la cavité de CD avec son groupe allyle 
soit plié vers le cycle aromatique (Locci et al., 2004) soit projeté à l'extérieur de l’entrée étroite 
de la cavité des CDs (Yang et al., 2005) (Figure 46 a).  
De plus, en se basant sur les données obtenues par 1H et 13C RMN sur l’incorporation de l’Eug 
dans les liposomes (Fujisawa et al., 1988 ; Reiner et al., 2013), et lorsque la technique de double 
encapsulation est appliquée (Figure 46 b), les molécules d’Eug seraient incorporées dans la 
bicouche lipidique avec leur groupements hydroxyle et méthoxy situés vers les têtes polaires de 
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phospholipides et leur partie hydrophobe dont le cycle aromatique et le groupe allyle sont situés 
à l'intérieur de la bicouche lipidique (Figure 46 b). 
 
 
Figure 46: Incorporation de l’Eug dans les systèmes DCL (a) et DCL2 (b). 
 
8.11.2. Détermination de l’efficacité d’encapsulation des constituants de l’HECG 
L'efficacité d’encapsulation des constituants de l’HECG déterminée le jour de la préparation des 
liposomes est maintenue après 1 mois de stockage à 4 ºC, pour tous les lots de liposomes 
préparés à petite et grande échelle (Figures 47 et 48). En comparant les deux procédés de 
préparation des liposomes, des valeurs similaires de l'efficacité d’encapsulation des constituants 
de l’HECG ont été obtenues pour les DCL et DCL2 encapsulant l’Eug et l’HECG (Figures 47 et 
48), ce qui indique la reproductibilité de l'incorporation de l’Eug. 
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Figure 47: Efficacité d’encapsulation de l’Eug dans les DCL et DCL2 préparés par injection 
éthanolique et contacteur à membrane en comparaison à celle obtenue par simple incorporation 
de l’Eug dans les liposomes à petite et grande échelle. 
 
En outre, les DCL2 incorporant l’Eug présentent des valeurs d’efficacité d’encapsulation 
significativement supérieures à celles obtenues avec les DCL à petite et grande échelle (Figure 
47). Ceci est probablement dû à l'incorporation de l’Eug dans la bicouche lipidique et les 
complexes d'inclusion dans le compartiment aqueux des liposomes. En utilisant l’HECG, les 
DCL2 ont montré une augmentation significative de l’efficacité d’encapsulation de l’Eug en 
comparant au DCL préparé à petite échelle, alors que cette différence n’était pas significative à 
grande échelle (Figure 48). 
 
D’autre part, l’efficacité d’encapsulation de l’Eug obtenue par simple incorporation dans les 
liposomes était de 65 % à petite échelle (Tableau 18) et 77 % à grande échelle (Tableau 20) à 
une concentration de 2,5 mg/ml de l’Eug et l’HECG dans la phase organique. Les DCL2 
encapsulant l’Eug et l’HECG ont augmenté significativement l’efficacité d’encapsulation de 
l’Eug en comparant à celle obtenue par simple incorporation dans les liposomes préparés par 
injection éthanolique et contacteur à membrane (Figures 47 et 48). Des résultats similaires ont 
été rapportés dans la littérature. En effet, l'encapsulation des complexes d’inclusion HP-β-
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CD/bétaméthasone (Piel et al., 2006), HP-β-CD/indométacine (Chen et al., 2007), HP-β-
CD/prednisolone (Fatouros et al., 2001) et HP-γ-CD/curcumine (Dhule et al, 2012) dans les 
liposomes a montré des valeurs d’efficacité d’encapsulation plus élevées par rapport à celles 
obtenues avec les liposomes encapsulant les molécules libres (Piel et al., 2006; Chen et al., 2007; 
Fatouros et al., 2001; Dhule et al., 2012). Les DCLs ont été préparés soit par hydratation du film 
lipidique (Piel et al., 2006 ; Dhule et al., 2012) ou bien par déshydratation-réhydratation 
(Fatouros et al., 2001; Chen et al., 2007). 
 
 
Figure 48 : Efficacité d’encapsulation des constituants de l’HECG dans les DCL et DCL2 
préparés par injection éthanolique et contacteur à membrane en comparaison à celle obtenue par 
simple incorporation de l’HECG dans les liposomes à petite et grande échelle. 
 
8.11.3. Détermination du rendement d’encapsulation de l’Eug 
Le rendement d’encapsulation de l’Eug pour les différents lots de liposomes est présenté dans les 
tableaux 23 et 24. En comparant les deux méthodes de préparation des liposomes (injection 
éthanolique et contacteur à membrane), des valeurs similaires de rendement d’encapsulation de 
l’Eug ont été obtenues pour les DCL et DCL2 encapsulant l’Eug et l’HECG (Tableaux 23 et 24). 
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En outre, les DCL2 incorporant l’Eug présentent des valeurs de rendement d’encapsulation de 
l’Eug significativement supérieures à celles obtenues avec les DCL à petite et grande échelle 
(Tableau 23). En utilisant l’HECG, les DCL2 ont montré une augmentation significative du 
rendement d’encapsulation de l’Eug en comparant au DCL préparé à petite échelle, alors que 
cette différence n’était pas significative à grande échelle (Tableau 24). 
 
Nous avons montré que le rendement d’encapsulation de l’Eug était de 24,3 et 31,5% à petite 
échelle (Tableau 18), 57,0 et 59,5 % à grande échelle en utilisant le contacteur à membrane 
(Tableau 20), pour les liposomes composés de Phospholipon 90H encapsulant respectivement 
l’HECG et l’Eug à 2,5 mg/ml. En comparant aux liposomes conventionnels préparés à petite 
échelle (Tableau 18), les DCL et DCL2 encapsulant l’Eug et l’HECG améliorent le rendement 
d’encapsulation de l’Eug (Tableaux 23 et 24). A grande échelle, une augmentation du rendement 
d’encapsulation de l’Eug est également obtenue mais était uniquement significative pour les 
DCL2 encapsulant l’Eug (Tableaux 23 et 24). L'augmentation du rendement d’encapsulation du 
principe actif dans les DCLs semble être due à la capacité des CDs à solubiliser les principes 
actifs hydrophobes dans leur cavité, et au DCL permettant leur incorporation dans la phase 
aqueuse des vésicules.  
 
8.11.4. Morphologie des DCL et DCL2 
Les complexes d’inclusion d’HP-β-CD/Eug en solution aqueuse ont subi le même protocole de 
préparation des liposomes par injection d’éthanol, excepté le fait que la phase organique ne 
contient pas de phospholipides. Les images de TEM n’ont pas montré la formation des 
nanoparticules, ce qui confirme la production des systèmes DCLs. Cependant, des agrégats sont 
obtenus avec les complexes d’inclusion de β-CD/Eug (Hill et al., 2013; Seo et al., 2010). La 
différence entre ces résultats peut s’expliquer par le fait que l’HP-β-CD possède une solubilité 
aqueuse plus élevée que la β-CD et donc une plus faible tendance à s’agglomérer. 
 
Les images obtenues par TEM pour les liposomes encapsulant les HP-β-CD libres, les DCL et 
DCL2 encapsulant l’Eug à petite et grande échelle révèlent la présence des vésicules sphériques, 
de tailles nanométriques, unilamellaires et parfois oligo-lamellaires (Figures 49 et 50). 
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Des liposomes constitués de phosphatidylcholine de soja encapsulant les complexes d’inclusion 
HP-β-CD/bétaméthasone par la méthode d’hydratation du film lipidique sont également 
unilamellaires (Piel et al., 2006). 
 
 
 
Figure 49 : Images obtenues par TEM pour des liposomes encapsulant des HP-β-CDs libres (a), 
des DCL (b), et DCL2 (c) incorporant l’Eug préparés par injection éthanolique. 
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Figure 50 : Images obtenues par TEM pour des liposomes encapsulant des HP-β-CDs libres (a), 
des DCL (b), et DCL2 (c) incorporant l’Eug préparés par contacteur à membrane. 
 
8.11.5. Stabilité des DCL et DCL2 
Les mesures de taille, de pdI, et de potentiel zêta pour les liposomes encapsulant les HP-β-CDs 
libres, les DCLs encapsulant l’Eug et l’HECG à petite et grande échelle déterminées après 1 
mois de stockage à 4 ºC sont similaires à celles obtenues le jour de la préparation (Tableaux 23 et 
24). Cependant, les DCL2 incorporant l’Eug et l’HECG par la technique de double encapsulation 
à petite et grande échelle sont instables après 1 mois de stockage à 4 °C, puisque la taille 
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moyenne des vésicules et/ou le pdI ont considérablement augmenté (Tableaux 23 et 24). Malgré 
que les DCL2 étaient capables d’augmenter l’efficacité et le rendement d’encapsulation de l’Eug, 
les résultats de stabilité ont montré que les DCL2 ne constituent pas une formulation adéquate 
pour l’encapsulation de l’HECG. 
 
8.11.6. Activité anti-oxydante de l’Eug et l’HECG libres, leurs complexes d’inclusions, les 
DCL et DCL2 
L’activité de piégeage du radical DPPH• par l’Eug et l’HECG est déterminée selon l’équation 5 
décrite dans les matériels et méthodes (paragraphe 7.6.8). L’activité anti-oxydante de l’Eug et de 
l’HECG sous forme libre et encapsulé (liposomes, complexes d'inclusion, DCL et DCL2) est 
illustrée sur la Figure 51. Le test ANOVA est appliqué pour comparer l’activité anti-oxydante de 
ces différents lots. 
 
L’HECG possède une forte activité anti-oxydante (Figure 51) qui est attribuée à l’Eug (Wei et 
al., 2010). De plus, les liposomes encapsulant l’Eug, les complexes d'inclusion de l’Eug et 
l’HECG, les DCL et DCL2 encapsulant ces deux principes actifs maintiennent l'activité anti-
oxydante aussi bien qu’une solution aqueuse d'Eug et d’HECG, puisqu’il n’y a pas de différences 
significatives entre les formes libres et encapsulées. Ceci s’explique par le fait que ni les CDs, ni 
les liposomes bloquent le groupement hydroxyle actif de l’Eug durant la préparation des 
complexes d’inclusion et des liposomes, qui reste à son tour disponible pour réagir avec les 
radicaux DPPH•. Puisque la molécule de DPPH est hydrophobe, il est possible que les radicaux 
DPPH • soient piégés par l’Eug à l'intérieur des liposomes, expliquant par ce fait l'activité anti-
oxydante de l’Eug dans les systèmes DCLs. 
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Figure 51 : Activité anti-oxydante de l’Eug et l’HECG sous forme libre et encapsulée 
(liposomes, complexes d’inclusion, DCL et DCL2). 
 
8.12. Lyophilisation des liposomes 
Bien que la lyophilisation des liposomes est largement étudiée (Chen et al., 2010), maintenir une 
huile essentielle volatile dans un lyophilisat en dépit des pressions très basses appliquées 
représente une tâche difficile. Nous avons tenté d’atteindre cet objectif. 
 
La lyophilisation des liposomes constitués de Phospholipon 90H témoins et encapsulant l’Eug, 
en absence de cryoprotecteur, a entraîné une augmentation significative de la taille moyenne et 
du pdI des vésicules (Tableau 25).  
 
Afin de garantir une meilleure stabilité des liposomes composés de Phospholipon 90H et 
encapsulant l’Eug et préserver leurs caractéristiques durant la lyophilisation, différents 
cryoprotecteurs sont testés: deux disaccharides (saccharose et tréhalose), un oligosaccharide 
(HP-β-CD) et un polysaccharide (maltodextrine Glucidex 6D et 19D). De plus, une molécule 
chargée positivement (stéarylamine) qui peut éviter la fusion des liposomes au cours de la 
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lyophilisation en augmentant la répulsion entre les phospholipides, et un alcool gras (alcool 
cétylique) qui est un agent épaississant, sont également ajoutés. 
Lors de l'addition de l'alcool cétylique dans la phase organique à diverses concentrations (0,5; 
1,5 et 1,7 % en masse), une augmentation de la taille moyenne des vésicules encapsulant l’Eug 
(>1400 nm) et du pdI (> 0,36) est obtenue avant la lyophilisation, qui peut être due à la capacité 
de l'alcool cétylique à agir en tant qu'émulsifiant, détruisant ainsi les liposomes. En outre, lorsque 
les maltodextrines Glucidex 6D et 19D (ayant un dextrose équivalent DE respectivement de 6 et 
19) sont ajoutées soit pendant (dans la phase aqueuse) ou après la préparation des liposomes dans 
un rapport massique sucre:phospholipide respectivement de 8:1 et 6:1, une taille moyenne des 
vésicules (>400 nm) et un pdI (>0,5) sont également obtenus avant la lyophilisation. Ceci est 
probablement dû à la composition des maltodextrines en plusieurs unités de D-glucose, pouvant 
déstabiliser les liposomes. Pour cela, les formulations liposomiales encapsulant l’Eug contenant 
l'alcool cétylique ou les maltodextrines n’ont pas été lyophilisées. 
 
Les caractéristiques des liposomes constitués de Phospholipon 90H et encapsulant l’Eug avant et 
après lyophilisation en utilisant comme cryoprotecteurs: le saccharose, le tréhalose et la 
stéarylamine sont présentées dans le Tableau 25. Avant la lyophilisation, les valeurs de taille, pdI 
et potentiel zêta obtenues pour les liposomes encapsulant l’Eug en présence de chaque 
cryoprotecteur ne diffèrent pas de celles obtenues pour les liposomes encapsulant l’Eug en 
absence de ces cryoprotecteurs (Tableau 25). 
 
La lyophilisation des formulations liposomiales contenant l’Eug, dans lesquelles le saccharose ou 
le tréhalose sont ajoutés pendant ou après la préparation des liposomes dans un rapport massique 
sucre:phospholipide de respectivement 8:1 et 6:1 et la stéarylamine à une concentration de 0,5 
mg/ml, a produit des particules macroscopiques avec une taille moyenne et un pdI supérieur à 
351 nm et 0,6 respectivement (Tableau 25). Pour ces préparations dont les caractéristiques 
physico-chimiques des liposomes ont été fortement détériorées après lyophilisation, l'efficacité 
d’encapsulation de l’Eug n'a pas été déterminée. 
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Le Tableau 26 présente les caractéristiques des liposomes constitués de Phospholipon 90H 
encapsulant l’Eug avant et après lyophilisation en utilisant l’HP-β-CD comme cryoprotecteur.  
 
Dans le cas d’HP-β-CD ajouté soit pendant ou après la préparation des liposomes à différents 
rapports massiques oligosaccharide:phospholipide, les mesures de taille, pdI et potentiel zêta 
montrent la stabilité des liposomes encapsulant l’Eug après lyophilisation et reconstitution dans 
l’eau ultra-pure (Tableau 26). De plus, l'efficacité d’encapsulation de l’Eug est maintenue élevée 
après lyophilisation des liposomes contenant l’HP-β-CD à faibles rapports 
oligosaccharide:phospholipide (6:1 et 8:1) (Tableau 26).  
 
Parmi plusieurs cryoprotecteurs utilisés (le saccharose, le tréhalose, les maltodextrines, la 
stéralymanine et l’alcool cétylique), ces résultats montrent que les formulations liposomiales 
contenant l’HP-β-CD maintiennent in situ l’Eug volatile en dépit du vide appliqué.  
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En outre, nous avons également testé si le système mixte DCL et DCL2 est stable lors de la 
lyophilisation. Les liposomes préparés en absence de l’Eug contenant les HP-β-CDs libres dans 
un rapport massique oligosaccharide:phospholipide 5:1 ainsi que les liposomes encapsulant les 
complexes d'inclusion HP-β-CD/Eug lyophilisés et reconstitués dans l’eau ultra-pure présentent 
une taille moyenne, un pdI et un potentiel zêta similaires à ceux obtenus avant la lyophilisation 
(Tableau 23). Ces résultats indiquent la capacité de l’HP-β-CD et le complexe d'inclusion à 
protéger les liposomes et l’Eug pendant la lyophilisation. Cela peut être dû à la capacité de l’HP-
β-CD à former une matrice amorphe emprisonnant les liposomes, ce qui empêche leur 
agrégation. En outre, une liaison hydrogène entre l'oligosaccharide et les groupes polaires de 
liposomes peut se produire, les protégeant ainsi lors de la lyophilisation (Chen et al., 2010).  
 
Cependant, la lyophilisation des DCL2 encapsulant l’Eug a entraîné une augmentation 
significative de la taille moyenne et de pdI en comparant aux valeurs obtenues avant 
lyophilisation (Tableau 23). Ceci peut être expliqué par le fait que la présence de l’Eug dans la 
bicouche lipidique peut perturber l'interaction entre les liposomes et les CDs sur la partie externe 
de vésicules. Ce mécanisme est proposé par Maestrelli et al. (2010). 
 
Par ailleurs, la lyophilisation des DCL et DCL2 n’a pas montré de changement significatif au 
niveau de l'efficacité d’encapsulation de l’Eug en comparant aux valeurs obtenues avant 
lyophilisation (Figure 47). Ceci indique qu’au cours de la lyophilisation, le système DCL protège 
l’Eug en l'intégrant dans la cavité hydrophobe de l’HP-β-CD. 
 
Finalement, les images obtenues par TEM après lyophilisation pour les liposomes encapsulant 
l’HP-β-CD et les DCL encapsulant l’Eug (Figures 52 a et b) montrent que les liposomes 
unilamellaires sphériques sont conservés. Ceci prouve que les DCLs sont stables pendant la 
lyophilisation. 
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Figure 52 : Images obtenues par TEM pour les liposomes encapsulant les HP-β-CDs libres (a), 
les DCL (b), et DCL2 (c, d) incorporant l’Eug après lyophilisation et reconstitution dans l’eau 
ultra-pure. 
 
Les images de TEM obtenues après lyophilisation des DCL2 préparés par la technique de double 
encapsulation ont prouvé une perte des structures liposomiales et une tendance pour la formation 
des agglomérats (Figures 52 c et d). Ces résultats ont indiqué que les DCL2 ne constituent pas 
une formulation adéquate pour l’encapsulation de l’HECG. 
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Conclusion et perspectives 
 
L’huile essentielle de clou de girofle et son constituant majeur l’eugénol sont des composés 
aromatiques naturels qui se caractérisent par un large spectre d’activités biologiques. Toutefois, 
les constituants de l’HECG sont volatils, sensibles aux conditions environnementales et 
faiblement solubles dans l’eau. Dans ce travail, nous avons préparé et caractérisé des liposomes 
encapsulant ces deux principes actifs ainsi que leurs complexes d’inclusion à l’échelle du 
laboratoire et à grande échelle. 
 
La première partie de notre travail a porté sur la préparation des liposomes à petite échelle, par la 
méthode d’injection d’éthanol, afin de trouver les conditions expérimentales optimales. Les 
résultats ont démontré que le cholestérol est essentiel pour assurer l’homogénéité des liposomes. 
Par ailleurs, la taille des liposomes augmente avec l’augmentation de la concentration en 
phospholipides et du rapport volumique éthanol:eau, et avec la diminution de la vitesse 
d’agitation de la phase aqueuse. La vitesse d’injection de la phase organique n’affecte ni la taille 
ni le pdI des liposomes.  
 
Dans une deuxième partie de notre travail, nous avons préparé les liposomes en absence et 
présence de différentes concentrations de l’HECG et l’Eug en utilisant trois types de 
phospholipides, dont deux sont saturés (Phospholipon 80H, Phospholipon 90H) et le troisième 
est insaturé (Lipoid S100). L’effet de l’hydrogénation et de la composition des phospholipides 
sur les caractéristiques des liposomes est recherché. La présence du phosphatidyléthanolamine 
dans la composition du Phospholipon 80H conduit à une augmentation du potentiel zêta et une 
diminution de la taille des vésicules. L’incorporation de l’Eug et l’HECG dans les liposomes 
préparés à petite échelle provoque une augmentation de leur taille quelque soit le type de 
phospholipide. Le taux d’incorporation des phospholipides saturés dans les liposomes est 
supérieur à celui des phospholipides insaturés. Le taux d’incorporation des phospholipides 
insaturés peut être augmenté en présence de l’Eug grâce à la capacité de cette molécule à 
augmenter la fluidité membranaire. Le dosage par HPLC a montré que les liposomes constitués 
de Lipoid S100 présentent une efficacité d’encapsulation et un rendement d’encapsulation de 
l’Eug les plus élevés. Ceci peut être dû à la température élevée utilisée pendant la préparation des 
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liposomes constitués de phospholipides hydrogénés, aboutissant probablement à la perte de l’Eug 
volatile. Les liposomes encapsulant l’Eug et l’HECG constitués des phospholipides saturés sont 
plus stables à 4 °C pendant 2 mois de stockage que ceux constitués du Lipoid S100 insaturé. Nos 
résultats ont montré que la taille des liposomes dépend du degré de la saturation des 
phospholipides et de la concentration initiale d’Eug dans la phase organique. Par ailleurs, les 
liposomes composés de ces trois types de phospholipides et encapsulant l’Eug à une 
concentration de 2,5 mg/ml protègent l’Eug de la dégradation induite par les rayons UV et 
maintiennent l’activité anti-oxydante d’une solution aqueuse d’Eug libre. 
 
Dans une troisième partie de notre étude, 600 ml de liposomes encapsulant l’HECG et l’Eug sont 
préparés à grande échelle, par la technique du contacteur à membrane en utilisant le 
Phospholipon 90H et le Lipoid S100 en 36 s. De plus grands volumes (3 L) de liposomes sont 
préparés en environ 6 min par pilote en utilisant le Phospholipon 90H. Ce volume est divisé à 
moitié pour évaporer l’éthanol soit par évaporation rotative ou bien directement sur pilote. 
Comparés à petite échelle, des résultats similaires en termes de taille moyenne des vésicules, pdI, 
potentiel zêta, morphologie et taux d’incorporation des phospholipides ont été obtenus à grande 
échelle et quelque soit la méthode d’évaporation obtenue. Ceci indique la reproductibilité et 
l'efficacité de ces procédés de préparation des liposomes. De plus, une amélioration de 
l’efficacité d’encapsulation des constituants de l’HECG et du rendement d’encapsulation de 
l’Eug est obtenue en comparant à petite échelle. Les images obtenues par TEM ont confirmé la 
formation des vésicules sphériques oligolamellaires pour les liposomes témoins et ceux 
encapsulant l’Eug et l’HECG préparés par seringue, contacteur à membrane et pilote. Les 
liposomes constitués de Phospholipon 90H préparés par contacteur à membrane et pilote sont 
prouvés également être stables à 4 et 25 °C pendant 2 mois de stockage.  
 
Dans une quatrième partie de notre travail, les complexes d’inclusion d’HP-β-CD/HECG et 
d’HP-β-CD/Eug sont préparés dans une solution aqueuse. Ces derniers ont été ensuite encapsulés 
dans des Phospholipon 90H-liposomes, formant ainsi un système combiné « drug in cyclodextrin 
in liposomes, DCL », par la méthode d’injection d’éthanol à petite échelle et le contacteur à 
membrane à grande échelle. Les deux méthodes de préparation ont aboutit à des résultats 
similaires en terme de taille, pdI, potentiel zêta, efficacité d’encapsulation et rendement 
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d’encapsulation de l’Eug. Des « double loaded liposomes » ou DCL2 sont préparés par la 
technique de double encapsulation en ajoutant l’HECG et l’Eug dans la phase organique et leurs 
complexes d’inclusion dans la phase aqueuse. Nos résultats ont montré que les DCL et DCL2 
encapsulant l’Eug et l’HECG possèdent une taille moyenne inférieure à celle obtenue par simple 
incorporation de ces deux principes actifs dans les liposomes. Ces systèmes mixtes améliorent le 
rendement d’encapsulation de l’Eug et maintiennent l’activité anti-oxydante de l’Eug, par 
rapport aux liposomes préparés par la méthode conventionnelle. Les images obtenues par TEM 
des liposomes préparés à petite et grande échelle avec l’HP-β-CD et les complexes d’inclusion 
de l’Eug et l’HECG prouvent la formation de vésicules sphériques, uni et oligo-lamellaires. Les 
liposomes encapsulant l’HP-β-CD et les DCL encapsulant l’Eug et l’HECG sont stables à 4 °C 
pendant 1 mois de stockage, contrairement aux DCL2. 
 
Dans une dernière partie de ce travail, nous avons étudié la lyophilisation des liposomes 
constitués de Phospholipon 90H contenant l’Eug à une concentration de 2,5 mg/ml. Nous avons 
évalué la taille, le pdI, le potentiel zêta et l’efficacité d’encapsulation de l’Eug avant et après 
lyophilisation. Différents cryoprotecteurs ont été testés comme le saccharose, tréhalose, 
maltodextrine, stéralymanine, alcool cétylique et HP-β-CD. Nos résultats ont montré que l’HP-β-
CD ajoutée, à différents rapports massiques oligosaccharide:phospholipide, pendant et après la 
préparation des liposomes encapsulant l’Eug était le meilleur cryoprotecteur. Par ailleurs, nous 
avons testé la capacité du système mixte (DCL et DCL2) à protéger l’Eug durant la 
lyophilisation. Contrairement aux DCL2 préparés par la technique de double encapsulation, les 
liposomes témoins contenant l’HP-β-CD et les DCLs encapsulant l’Eug conservent leurs 
caractéristiques physico-chimiques après lyophilisation. Les images obtenues par TEM des 
liposomes témoins encapsulant l’HP-β-CD et des DCL encapsulant l’Eug confirment leur 
stabilité après lyophilisation. Nous avons réussi à préparer des formulations liposomiales en 
forme de poudre contenant des molécules volatiles en dépit des pressions très basses appliquées 
lors de la lyophilisation. 
 
Il est important de noter que l’HECG et l’Eug sont des composés naturels et que les liposomes 
sont constitués de phospholipides naturels, la lécithine de soja. De plus, la taille des vésicules 
obtenue est ainsi trouvée adéquate pour des applications cosmétiques, pharmaceutiques et 
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agroalimentaires (Mozafari et al., 2008; Nastruzzi et al., 1993; Woodle, 1995). Nos résultats ont 
montré que les liposomes constituent un système d’encapsulation adéquat de l’HECG et l’Eug en 
maintenant leur activité anti-oxydante in vitro. Comme perspectives de ce travail, il serait 
intéressant de tester l’activité antimicrobienne de l’Eug sous forme de complexe d’inclusion, 
encapsulée dans les DCL et les liposomes et de les comparer avec celle de l’Eug libre.  
 
D’autres constituants des huiles essentielles pourraient être sujets à des études similaires pour 
vérifier si les systèmes d’encapsulation utilisés dans notre thèse pourront aboutir à des résultats 
similaires.  
 
Le degré de volatilité d’un constituant d’une huile essentielle pourrait affecter l’efficacité 
d’encapsulation, sa solubilité dans l’eau… Il serait ainsi important de comparer une gamme de 
produits pour déterminer les paramètres qui contrôlent l’efficacité d’encapsulation du principe 
actif (solubilité aqueuse, volatilité, taux d’encapsulation dans la CD…). 
 
Des études de pénétration des liposomes au niveau cutané pourraient être envisagées afin 
d’examiner l’intérêt de l’utilisation des vésicules lipidiques encapsulant l’HECG pour des 
applications cosmétiques. Dans ce but, des liposomes déformables contenant des tensioactifs ou 
« edge activators » pourraient être préparés. Leur effet pourrait être comparé à celui des 
liposomes conventionnels. 
 
Des études de cinétique de libération de l’HECG et l’Eug encapsulées dans des conditions 
biologiques bien déterminées sont envisagées ultérieurement. 
 
Il est nécessaire d’étudier la stabilité des lyophilisats des liposomes contenant l’Eug à long 
terme.  
 
Les liposomes conventionnels, les complexes d’inclusion d’HP-β-CD/HECG et d’HP-β-CD/Eug, 
les DCL et DCL2 pourraient être incorporés dans des aliments. Nous envisageons évaluer l’effet 
de l’encapsulation sur la préservation des qualités organoleptiques des aliments et leur 
conservation à long terme.  
 
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